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Kurzfassung
Die Übertragung von extrazellulären Signalen über die Plasmamembran durch die Aktivie-
rung von Rezeptorproteinen sowie nachgeschalteten membranassoziierten und zytosolischen
Proteinen stellt einen der wichtigsten Mechanismen für die Regulation biologischer Pro-
zesse dar. Eine zentrale Rolle spielen dabei die lipidierten Src-Kinasen und Ras-Proteine,
die das Signal von den aktivierten Rezeptorproteinen verstärken bzw. auf zytosolische
Effektorproteine übertragen. Dadurch werden intrazelluläre Signalkaskaden eingeleitet,
die unterschiedliche Prozesse in der Zelle steuern. Dies spiegelt jedoch gleichzeitig das
onkogene Potential der lipidierten Signalproteine wider, da anormale Signaltransduktionen
durch die Überexpression oder eine aktivierende Mutation in diesen Proteinen häufig
im Zusammenhang mit Krebserkrankungen stehen. Da die Lokalisation der lipidierten
Ras-Proteine und Src-Kinasen an der Plasmamembran essentiell für die Aktivität dieser
Signalproteine ist, stellt die Inhibierung von deren Membranassoziation einen potentiellen
Therapieansatz dar. Daher ist es von großer Bedeutung, die Interaktionen zwischen den
Lipoproteinen und Membranen sowie die Regulation dieser Wechselwirkungen besser zu
verstehen. Zu diesem Zweck wurde der Einfluss physiologisch relevanter Faktoren, wie die
Membranzusammensetzung und molekulare Chaperone, auf die Bindung und Lokalisation
der lipidierten Proteine/Peptide an Membranen unter Verwendung verschiedener mikro-
skopischer und spektroskopischer Methoden untersucht.
Zunächst wurden hierfür mithilfe der Expressed Protein Ligation in Kombination mit
einem synthetischen Lipopeptid präparative Mengen des posttranslational modifizierten
K-Ras4B-Proteins in hoher Reinheit hergestellt. Die Interaktionsstudien von K-Ras4B
mit phosphatidylserinhaltigen Modellmembranen und riesigen Plasmamembranvesikeln
haben gezeigt, dass die selektive Lokalisation und charakteristische Clusterbildung von
K-Ras4B in der flüssig-ungeordneten Lipiddomäne phasenseparierter Membransysteme
weitestgehend unabhängig von der Membranzusammensetzung ist, was auf einen allge-
meinen Prozess des membrangebundenen K-Ras4B-Proteins hindeutet. Im Gegensatz
dazu wird die laterale Verteilung und Organisation von N-Ras in Membransystemen mit
koexistierenden flüssig-geordneten und -ungeordneten Lipidphasen im Wesentlichen durch
die Linienspannung an den Phasengrenzflächen, die in natürlichen Membranen klein ist,
reguliert. Nach dem Einbau in die flüssig-ungeordnete Phase akkumuliert N-Ras an der
Domänengrenze und bildet Cluster in dieser Region, wodurch die energetisch ungünstige
Linienspannung reduziert wird.
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Zudem wurden die Wechselwirkungen zwischen Calmodulin, das an der Dissoziation von
K-Ras4B von der Plasmamembran beteiligt ist, und der hypervariablen Region von K-
Ras4B untersucht, um neue Einblicke in die strukturellen Änderungen von Calmodulin zu
erhalten. Dabei wurde gezeigt, dass sich die zentrale Helix von holo-Calmodulin teilweise
entfaltet, was die Bildung eines globulären Komplexes bei der Bindung des farnesylierten
und polybasischen Peptids ermöglicht. Darüber hinaus konnte mithilfe von Druck als milder
Störparameter die Energielandschaft von Calmodulin unter dem Einfluss von Ca2+ und der
hypervariablen Region von K-Ras4B genauer untersucht werden. Dabei konnten sowohl
für apo- als auch holo-Calmodulin sowie für den holo-Calmodulin/K-Ras4B-Komplex
partiell entfaltete und stärker solvatisierte Konformationssubzustände bei höheren Drücken
entdeckt werden, die eine wichtige Rolle bei der Erkennung und Bindung von Liganden
sowie Zielproteinen spielen könnten. Zudem wurde gezeigt, dass die Ca2+-Ionen bei höheren
Drücke dissoziieren.
Des Weiteren konnte durch eine umfangreiche Kinetikstudie ein zweistufiger Membran-
bindungsprozess für die myristoylierte N -terminale Sequenz von c-Src festgestellt werden.
Der erste Bindungsschritt umfasst sowohl die Bildung elektrostatischer Wechselwirkungen
zwischen Peptid und Membran sowie die Insertion des Myristoylankers in die Membran.
Im Anschluss erfolgen laterale Umlagerungen des Peptids in der Membran, die schließlich
in der Bildung von Peptid/Lipid-Clustern resultieren. Der molekulare Chaperon UNC119A
konkurriert sowohl bei der Assoziation als auch bei der Dissoziation von Myr-Src mit der
Membran, was darauf hindeutet, dass dieser molekulare Chaperon an dem Transfer von
c-Src zwischen verschiedenen Membrankompartimenten der Zelle beteiligt ist. Schließlich
konnte bestätigt werden, dass Squarunkin A die Wechselwirkung zwischen UNC119A und
Myr-Src auch in Gegenwart von Membranen inhibiert.
In einer weiteren Studie wurde der Effekt der molekularen Pinzette CLR01, die nicht
nur die Bildung von amyloiden Fibrillen inhibiert, sondern auch eine antivirale Wirkung
aufweist, auf virale Modellmembranen untersucht. Dabei wurde gezeigt, dass CLR01 durch
Bindung an die phosphatidylcholinhaltigen Lipidkopfgruppen in der äußeren Lipiddop-
pelschicht eine positive Krümmung in der dicht gepackten Lipidphase induziert und in
Kombination mit der hohen Linienspannung an der Phasengrenzfläche zur Ausstülpung
der flüssig-ungeordneten Domäne führt. In einer viralen Membranhülle mit einer komple-
xeren Lipid- und Proteinzusammensetzung könnte CLR01 eine vollständige Zerstörung
verursachen.
Da Druck ein wichtiger physikalischer Parameter für die Untersuchung struktureller und
dynamischer Änderungen in biologischen Systemen ist, wurde eine Hochdruckzelle für die
Mikroskopie entwickelt, die bei höheren Temperaturen in einem Bereich von 0,1-100 MPa
zur Visualisierung von Druckeffekten auf verschiedene biologische Systeme eingesetzt wer-
den kann. Die Funktion dieser Hochdruckzelle wurde durch die beobachtete druckinduzierte
Phasenentmischung einer Membran mit bekannter Lipidmischung validiert.
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Abstract
The transduction of extracellular signals across the plasma membrane via the activation
of receptor proteins as well as membrane-associated and cytosolic downstream proteins
is one of the most important mechanisms for the regulation of biological processes. The
lipidated Src kinases and Ras proteins play a central role in signalling transduction by
amplifying the signals from the activated receptor proteins and transmitting them to
cytosolic effector proteins. In this way, intracellular signalling cascades are initiated, which
regulate different processes in the cell. This reflects as well the oncogenic potential of
the lipidated signalling proteins since aberrant signalling, caused by overexpression or
an activating mutation in these proteins, is often associated with cancer. The plasma
membrane localization of the lipidated Ras proteins and Src kinases is a critical parameter
for their activity, thus blocking the membrane association of these signalling proteins
would provide a potential therapeutic approach. Therefore, the interactions between the
lipoproteins and membranes as well as the regulation of these interactions have to be
better understood. To this end, the influence of physiologically relevant factors, such as
membrane composition and molecular chaperones, was investigated on the membrane
binding and localization of lipidated proteins/peptides by using various microscopic and
spectroscopic techniques.
Initially, preparative amounts of posttranslationally modified K-Ras4B protein were prepa-
red in high purity by using the expressed protein ligation in combination with a synthetic
lipopeptide. The interaction studies of K-Ras4B in phosphatidylserine-containing model
membranes and giant plasma membrane vesicles have demonstrated that the selective
localization and characteristic clustering of K-Ras4B in the liquid-disordered domain of
phase-separated membrane systems is largely independent of the membrane compositi-
on, suggesting a general process of membrane-associated K-Ras4B protein. In contrast,
the lateral distribution and organization of N-Ras in membrane systems showing liquid-
disordered/liquid-ordered phase coexistence is mainly regulated by the line tension at
the lipid phase boundary, which was suggested to be low in natural membranes. After
incorporation into the liquid-disordered phase, N-Ras accumulates at the domain boundary
and forms clusters in this region, thereby reducing the energetically unfavourable line
tension.
In addition, the interactions between calmodulin, which is involved in the dissociation
of K-Ras4B from the plasma membrane, and the hypervariable region of K-Ras4B were
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studied to gain new insights into the structural changes of calmodulin. It has been shown
that the central helix of holo-calmodulin partially unfolds allowing the formation of a
globular complex upon binding the farnesylated and polybasic peptide. Furthermore, using
pressure as a mild perturbant, the energy landscape of calmodulin was further explored in
the absence and presence of Ca2+ and the hypervariable region of K-Ras4B. For both apo-
and holo-calmodulin as well as for the holo-calmodulin/K-Ras4B complex, conformational
substates that were partially unfolded and more solvated have been revealed at higher
pressures. These may play an important role in the recognition and binding of ligands and
target proteins. Moreover, it was shown that the Ca2+ ions dissociate at higher pressures.
Furthermore, a comprehensive kinetic study has revealed a two-step membrane binding
process for the myristoylated N -terminal sequence of c-Src. The first binding step involves
both the formation of electrostatic interactions between the peptide and the membrane
as well as the insertion of the myristoyl anchor into the membrane. Subsequently, the
peptide undergoes lateral rearrangements in the membrane, resulting in the formation of
peptide-lipid clusters. The molecular chaperone UNC119A competes with both the asso-
ciation and dissociation step of the myristoylated peptide with the membrane, suggesting
that UNC119A is involved in the transfer of the lipidated Src kinase between different
membrane compartments in the cell. Finally, squarunkin A has been confirmed as a specific
small-molecule inhibitor of the interaction between UNC119A and its myristoylated cargo
even in the presence of membranes.
In a further study, the effect of the molecular tweezer CLR01, which is not only inhibiting
the formation of amyloid fibrils but also having an antiviral activity, has been studied on
viral model membranes. It has been shown that CLR01 induces a positive curvature in the
densely packed lipid phases by binding to the phosphatidylcholine-containing lipid head
groups in the outer lipid bilayer. Owing to the high line tension at the phase boundaries,
the curvature of the membrane leads to budding of the liquid-ordered lipid phase. In a
viral membrane envelope with a more complex lipid and protein composition, CLR01 could
cause membrane rupture.
As pressure is an important physical parameter for studying structural and dynamic
changes in biological systems, a high-pressure microscopy cell has been developed that can
be used at higher temperatures in the range of 0.1-100 MPa in order to visualize pressure
effects on various biological systems. The function of this high-pressure cell was validated
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„Aufgabe der Naturwissenschaft ist es nicht nur die Erfahrung zu erweitern, sondern in diese Erfahrung eine
Ordnung zu bringen.“
Nils Bohr
Das Ziel und die Aufgabe der Naturwissenschaft ist die Erforschung von natürlichen
Phänomenen, um neue Erkenntnisse und ein tieferes Verständnis der Natur in all ihrer
Komplexität zu erhalten. In der biophysikalischen Chemie werden biologische Fragestellun-
gen und Probleme mithilfe von physikalischen Messmethoden untersucht und im Rahmen
von physikalisch-chemischen Modellen beschrieben. Einfache Modellsysteme mit elementa-
ren molekularen Komponenten einer Zelle werden entwickelt und verwendet, um biologische
Prozesse unter kontrollierten Bedingungen und dem Einfluss einzelner Komponenten zu un-
tersuchen. Auf diese Weise können zugrunde liegende Gesetzmäßigkeiten gefunden werden,
die zu einem besseren Verständnis biologischer Vorgänge beitragen können, wodurch z.B.
Auslöser von Krankheiten in Zellen erkannt werden können. Daher kann ein umfassendes
Verständnis solcher Mechanismen letztlich zur Diagnose und Behandlung von Krankheiten
beitragen.
In dieser Arbeit spielen die Wechselwirkungen lipidierter Proteine und Peptide mit Li-
pidmembranen sowie die proteinvermittelte Regulation dieser Interaktionen eine zentrale
Rolle. In den folgenden Abschnitten werden die verwendeten Modellsysteme vorgestellt und





In allen lebenden Zellen ist der intrazelluläre Bereich, das Zytosol, von einer Plasma-
membran umgeben, wobei Pflanzenzellen, Pilze und Bakterien zusätzlich von einer aus
Polysacchariden aufgebauten Zellwand umhüllt sind. Dahingegen stellt in tierischen Zellen
die Plasmamembran die einzige räumliche Abgrenzung zum extrazellulären Bereich dar
und fungiert dabei als selektive Permeabilitätsbarriere, wodurch ein kontrollierter Stoffaus-
tausch mit der Umgebung gewährleistet wird. Neben dieser grundlegenden Funktion ist
die zelluläre Membran bei Säugetieren ebenfalls an der Ausbildung von Zellkontakten und
-verbindungen sowie an Signaltransduktionen von extrazellulären Reizen ins Zellinnere
beteiligt. Zudem interagieren Bestandteile der Plasmamembran mit Komponenten der
extrazellulären Matrix oder den filamentösen Proteinen des Zytoskeletts, was essentiell für
die mechanische Stabilisierung der Zelle ist.[1–3]
1.1.1 Lipidzusammensetzung
Zum größten Teil besteht die zelluläre Membran aus Lipiden, die eine polare Kopfgruppe
und hydrophobe Kohlenwasserstoffreste umfassen. Zu den Membranlipiden zählen u.a.
Phospholipide, die entweder auf einem Glycerin- oder Sphingosin-Grundgerüst basie-
ren und mit unterschiedlichen phosphorylierten Alkoholen modifiziert sind, durch deren
Variation verschiedene Lipidspezies generiert werden können (siehe Abb. 1.1). Zu den
Phosphoglyceriden, die mit ∼ 65 % den Lipidhauptbestandteil der eukaryotischen Mem-
branen ausmachen, werden beispielsweise die unmodifizierte Phosphorsäure (PA), das bei
physiologischem pH anionisch vorliegende Phosphatidylserin (PS), Phosphatidylglycerol
(PG), Phosphatidylinositol (PI) sowie das zwitterionische Phosphatidylcholin (PC) und
Phosphatidylethanolamin (PE) zugeordnet.[4–6] Neben dem PC-haltigen Sphingomyelin
(SM) als bekanntester Vertreter der Sphingolipide in tierischen Zellen existieren auch
Glykosphingolipide, die glykosidisch gebundene Kohlenhydrateinheiten (Mono-, Di- oder
komplexe Oligosaccharide) an der primären Hydroxylgruppe des Sphingosins tragen.[7]
Zusätzlich enthalten biologische Membranen Steroide, wie z.B. das in Säugetierzellen
vorherrschende Cholesterol, bei dem ein rigides und hydrophobes Steroidgerüst mit einer
polaren Hydroxylgruppe funktionalisiert ist (siehe Abb. 1.1).[4,6]
Neben dem Lipidgrundgerüst und der polaren Kopfgruppe tragen zusätzlich die natürlich
vorkommenden Fettsäuren, die sowohl in ihrer Kohlenstoffkettenlänge als auch in ihrem
Sättigungsgrad variieren, zur Lipiddiversität bei. Die Kohlenstoffketten in Phosphoglyceri-
den besitzen vorwiegend eine Länge von 12-24 C-Atomen und können entweder gesättigt
oder einfach bzw. mehrfach ungesättigt vorliegen, wobei die Doppelbindungen eine cis-
Konfiguration aufweisen.[1,6] Typischerweise sind diese Fettsäuren in eukaryotischen Zellen
















Abb. 1.1: Struktureller Aufbau der Membranlipide, unterteilt in Phosphoglyceride, Phosphosphingolipide
(Grundgerüste in blau) und Steroide. Die strukturelle Diversität der Lipidmoleküle wird durch zusätzliche
Variationen der polaren Kopfgruppe (rot) oder der hydrophoben Fettsäuren (grün) erhöht.
In einigen Zelltypen können jedoch auch langkettige Alkohole oder Vinylalkohole über
eine Etherbindung an die sn-1 Position des Glycerins binden. Darüber hinaus existieren
auch Lysophospholipide, die durch die Phospholipasen-katalysierte Hydrolyse nur noch
eine Fettsäure in der sn-1 oder sn-2 Position besitzen. In Sphingolipiden werden die
Fettsäuren hingegen über eine Amidbindung an das Sphingosingerüst gebunden, wodurch
ein sogenanntes Ceramid gebildet wird (siehe Abb. 1.1). Die Fettsäuren in Ceramiden
weisen Kohlenwasserstoffketten mit bis zu 36 Methyleneinheiten auf und sind vorwiegend
gesättigt oder trans-ungesättigt.[7] Die Kombinationen all dieser verschiedenen Lipidbau-
steine führt zu einer unglaublichen strukturellen Lipidvielfalt, wodurch eukaryotische
Zellen in der Lage sind, mehr als 1000 verschiedene Lipidspezies zu generieren.[1,2,4,6] Diese
Lipiddiversität erlaubt es Organismen durch Variation der Lipidzusammensetzung die
funktionellen Eigenschaften der zellulären Membranen, wie z.B. die Fluidität, unter allen
äußeren Bedingungen aufrechtzuerhalten (homöoviskose Adaptation).[8]
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1.1.2 Polymorphismus und Phasenverhalten von Lipidmembranen
Die Lipidzusammensetzung bestimmt jedoch nicht nur die funktionellen, sondern auch die
strukturellen Eigenschaften der Membran. Im Allgemeinen assoziieren Lipide wegen ihres
amphiphilen Charakters spontan im wässrigen Medium zu supramolekularen Aggregaten,
in denen die polaren Kopfgruppen in Wechselwirkung mit dem wässrigen Medium stehen
und die hydrophoben Kohlenwasserstoffketten sich verborgen im Inneren der Membran
befinden. Der hydrophobe Effekt stellt dabei die ausschlaggebende Triebkraft dar.[9] Da
Lipide abhängig von der Kopfgruppe und der Acylketten unterschiedliche geometrische
Formen aufweisen, nehmen die assemblierten Lipide verschiedene übergeordnete Strukturen
an, in denen eine optimierte Packung der Lipidmoleküle gewährleistet wird. Diese Fähigkeit
der Lipide in unterschiedliche strukturelle Aggregate zu assemblieren wird als Lipidp-
olymorphismus bezeichnet.[10] Mithilfe des von Israelachvili eingeführten kritischen
Packungsparameters CPP = vm/(A0 · lc), der das molekulare Volumen der Kohlenwasser-
stoffketten vm, die Fläche der polaren Kopfgruppe A0 sowie die größtmögliche Länge der
flexiblen Alkylkette lc berücksichtigt, lässt sich die Aggregatstruktur der assemblierten
Lipide vorhersagen.[11] Die meisten PC-haltigen Lipide besitzen eine zylindrische Form
(CPP ∼ 1) und sind dadurch in der Lage, planare Lipiddoppelschichten auszubilden.[10] Im
Gegensatz dazu bilden kegelförmige Lysophospholipide (CPP < 1/3) mizellare Strukturen
und PE-haltige Lipide besitzen aufgrund der relativ kleinen Kopfgruppe und der meist
ungesättigten Alkylketten eine Kegelstumpfform (CPP > 1), weshalb sie sich zu inver-
sen Mizellen zusammenlagern.[10,12] Solche Strukturen werden häufig in nicht-lamellaren
Phasen, wie der invers hexagonalen (HII) und den verschiedenen kubischen Phasen (QII)
beobachtet, die eine wichtige Rolle in biologischen Prozessen, wie der Membranfusion
sowie Endo- und Exozytose, spielen.[2,10,12] Ferner kann die durch PE-induzierte nega-
tive Membrankrümmung auch die Einlagerung und Aktivität von Membranproteinen
beeinflussen.[13,14] Der kritische Packungsparameter ist jedoch keine fixe Größe, sondern
hängt von äußeren Parametern, wie der Hydratation, Temperatur, Druck, pH, Ionenstärke
und der Anwesenheit von Salzen ab.
In Abhängigkeit von der Temperatur können Lipiddoppelschichten unterschiedliche ther-
motrope lamellare Phasenzustände annehmen, die sowohl mit einer Änderung der lateralen
Ordnung und Rotationsordnung der Lipidmoleküle als auch der Konformationsordnung der
Kohlenwasserstoffketten einhergehen (siehe Abb. 1.2).[12] Manche Lipide, wie z.B. DPPC,
können mehrere temperaturabhängige Phasenübergange durchlaufen. Bei sehr niedrigen
Temperaturen befinden sich die Lipide zunächst in einer physiologisch nicht relevanten
Sub-Gelphase Lc, in der sie kristallin in einem orthorhombischen Gitter angeordnet sind.
Die laterale Diffusion und Rotation der Lipide sind dadurch stark eingeschränkt. Mit stei-
gender Temperatur gehen die Lipide in eine Lβ-Gelphase über, die auch als fest-geordnete
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Abb. 1.2: Schematische Darstellung der lamellaren Lipidphasen in wässrigem Medium. Bei tiefen
Temperaturen befindet sich die Lipiddoppelschicht in der Gelphase Lβ, auch als so (solid-ordered)-
Phase bekannt, in der die Kohlenwasserstoffketten in der all-trans-Konformation vorliegen, sodass der
Ordnungsparameter S hoch ist, während die laterale Diffusion D weitestgehend eingeschränkt ist. Höhere
Temperaturen führen zu einer periodisch gewellten Überstruktur (Pβ-Phase). Durch eine weitere Erhöhung
der Temperatur geht die Membran in die flüssig-kristalline Lα-Phase, auch als ld (liquid-disordered)-Phase
bekannt, über, in der die Kohlenwasserstoffketten vorwiegend in der gauche-Konformation vorliegen und
der Ordnungsparameter gering ist. In dieser Phase ist die laterale Diffusion der Lipidmoleküle schnell. Die
Einlagerung von Cholesterol resultiert in einer flüssig-geordneten lo (liquid-ordered)-Phase, in welcher der
Ordnungsparameter hoch ist und die Lipide gleichzeitig eine hohe laterale Diffusion besitzen.
gepackt sind. Die Kohlenwasserstoffketten weisen dabei eine all -trans-Konformation auf
und sind maximal gestreckt, sodass eine extrem dichte Packung der Lipide ermöglicht wird.
Abhängig vom Hydratationsgrad können die Kohlenwasserstoffketten senkrecht (Lβ) oder
geneigt (Lβ′) bezüglich der Membrannormalen vorliegen, wobei sich der Neigungswinkel
mit zunehmendem Wassergehalt vergrößert. Die Neigung der Lipide resultiert aus dem
hohen Platzbedarf der Kopfgruppen im Vergleich zu dem der gesättigten Kohlenwasser-
stoffketten und ermöglicht dadurch die dichte Packung der Lipide. Der Phasenübergang
in die darauffolgende Pβ-Gelphase wird als Vorphasenübergang bezeichnet. Hier sind
die Lipide in einem hexagonalen Kristallgitter angeordnet und die Lipiddoppelschicht
besitzt eine periodisch gewellte Überstruktur. Wie bei Lβ-Gelphase sind die Kohlenwasser-
stoffketten der Lipide in dieser Gelphase entweder senkrecht (Pβ) oder geneigt (Pβ′) zur
Membrannormalen. Die Rotationsfreiheit der Lipide in den beiden Gelphasen Lβ und Pβ
ist relativ hoch, wohingegen die laterale Diffusion weitestgehend eingeschränkt ist. Mit
weiter steigender Temperatur erfolgt der Hauptphasenübergang in die flüssig-kristalline
Lα-Phase oder auch flüssig-ungeordnete ld (liquid-disordered)-Phase, in der sowohl die
laterale Diffusion der Lipidmoleküle als auch die Konformationsfreiheit der Alkylketten
– 5 –
1 Einleitung
zunimmt. In dieser Phase liegen die Alkylketten vorwiegend in gauche-Konformationen
vor.[12] Obwohl durch die daraus resultierende geringere Packungsdichte weniger Van der
Waals-Wechselwirkungen zwischen den hydrophoben Alkylketten ausgebildet werden,
wird wegen der großen Anzahl an Rotationsisomeren die Konformationsentropie erhöht,
sodass der Phasenübergang energetisch begünstigt ist.[15] Weiterhin führen die gauche-
Konformationen der Fettsäureketten in der Lα-Phase zu einer geringeren Membrandicke als
in den Gelphasen, obwohl das Volumen der Membran in der fluiden Phase insgesamt größer
wird.[16] Die flüssig-kristalline Phase weist von allen Lipidphasen die höchste Fluidität
auf. Da diese essentiell für die Funktionen der Plasmamembran ist, spiegelt die Lα-Phase
den physiologisch relevanten Zustand der zellulären Membran wider. Wie bereits erwähnt,
können Organismen durch die homöoviskose Adaptation die Lipidzusammensetzung ihrer
Plasmamembran äußeren Umwelteinflüssen anpassen, um die benötigte Membranfluidi-
tät zu gewährleisten.[8] Kurze und ungesättigte Kohlenwasserstoffketten in der Membran
erniedrigen die Übergangstemperatur in die fluide Phase, da zum einen der enthalpische
Beitrag durch die Wechselwirkung benachbarter Ketten bei kurzen Alkylketten geringer
ist und zum anderen die cis-Doppelbindungen einen Knick in der Alkylkette verursachen,
sodass eine dichte Packung der Lipide verhindert wird. Daher werden solche Lipide häufig in
Plasmamembranen von Organismen beobachtet, die Lebensräume mit tiefen Temperaturen
oder anderen extremen Bedingungen bewohnen.[17] Die Einlagerung von Cholesterol hinge-
gen reduziert zum einen die Fluidität der Membran, da die benachbarten Fettsäureketten
durch die Interaktionen mit dem rigiden Steroidgerüst in eine all-trans-Konformation
überführt werden und zum anderen stört die Interkalation der Cholesterolmoleküle die
kristalline Packung der Fettsäuren, wodurch der Phasenübergang in die Gelphase verhin-
dert wird.[18,19] Mit steigender Cholesterolkonzentration wird der Hauptphasenübergang
zunehmend breiter. Demzufolge existiert eine weitere Lipidphase in Anwesenheit von
Cholesterol, die als flüssig-geordnete lo (liquid-ordered)-Phase bezeichnet wird. In dieser
Phase sind die laterale Mobilität und die Rotation der Lipidmoleküle vergleichbar mit
denen in der ld-Phase und der Konformationsfreiheitsgrad der Kohlenwasserstoffketten ist
ähnlich zu dem in der so-Phase (siehe Abb. 1.2).[20]
1.1.3 Aktuelles Modell der Plasmamembran
Da sich die Plasmamembran aus mehreren hundert Lipidspezies und Proteinen zusammen-
setzt, beschreibt eine einfache Lipiddoppelschicht nicht alle strukturellen und funktionellen
Eigenschaften der zellulären Membran. Daher wurden in den letzten Jahrzehnten unter-
schiedliche Modelle für den Aufbau der Plasmamembran vorgeschlagen, die in diesem
Abschnitt vorgestellt werden.
Bereits 1889 hat Overton gezeigt, dass Zellen von einer aus Lipiden bestehenden Grenz-
schicht umgeben sind, die als selektive Permeabilitätsbarriere dient.[21] Nachdem Langmuir
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1917 den Langmuir-Trog vorgestellt hatte, der die quantitative Charakterisierung von
Lipidmonoschichten an der Luft-Wasser-Grenzfläche ermöglichte,[22] haben Gortner
und Grendel 1925 mithilfe dieser Technik die Plasmamembran von roten Blutzellen
untersucht und festgestellt, dass sich biologische Membranen aus Lipiddoppelschichten
zusammensetzen.[23] Neben Lipidmolekülen enthalten natürliche Membranen ebenfalls eine
Vielzahl an integral und peripher eingebetteten Membranproteinen (siehe Abschnitt 1.2),
denen die Lipiddoppelschicht als zweidimensionales Lösungsmittel dient. Abhängig vom
Zelltyp variiert das Verhältnis von Protein zu Lipid in der Plasmamembran eukaryotischer
Zellen beträchtlich zwischen 20 und 70 %.[24,25] Die Anwesenheit von peripheren Mem-
branproteinen wurde zuerst von Danielli und Dawson 1935 beschrieben und später
1966 von Robertson.[26] Schließlich haben Singer und Nicolson 1972 das bekannte
Flüssig-Mosaik-Modell vorgestellt, welches die Membran als dynamisch zweidimensionale
Struktur beschreibt, in der die Membranproteine und -lipide eine hohe laterale Diffusion in
der Membranebene aufweisen. Daraus resultiert eine weitestgehend homogene Verteilung
der Membrankomponenten, dennoch unterscheiden sich die Lipid- und Proteinzusammen-
setzung der beiden Lipidmonoschichten signifikant voneinander.[27] In eukaryotischen Zellen
ist die extrazelluläre Lipidschicht der Plasmamembran mit PC, SM und Glykolipiden
angereichert, während die anionischen Lipide PS, PI und PA sowie das zwitterionische
PE ausschließlich auf der zytosolischen Seite der Plasmamembran vorkommen (siehe
Abb. 1.3).[28] Der Anteil negativ geladener Phospholipide (PS und PI) in der Plasmamem-
bran eukaryotischer Zellen variiert abhängig vom Zelltyp zwischen 10 und 15 %.[5,29] Der
Cholesterolanteil in der Plasmamembran liegt zwischen 10 und 50 %, wobei die Verteilung
dieses Moleküls auf beiden Seiten der Membran kontrovers diskutiert wird, da es eine
relativ schnelle transversale Diffusion aufweist, jedoch bevorzugte Interaktionen mit SM
auf der nicht-zytosolischen Seite der Plasmamembran eingeht.[30,31] Die asymmetrische
Lipidverteilung hat wichtige funktionelle Konsequenzen, z.B. ist die Exposition von PS
an die Zelloberfläche ein Signal für die Apoptose und Blutgerinnungskaskade.[29,32] Diese
Asymmetrie wird durch selektive Lipidtransporterproteine und durch die sehr langsame
transversale Diffusion der meisten Lipidmoleküle von einer Membranseite zur anderen
(flip-flop) aufrechterhalten.[5,33]
Das vorgeschlagene Flüssig-Mosaik-Modell der biologischen Membranen berücksichtigt
jedoch nicht, dass durch die bevorzugte Wechselwirkung zwischen Proteinen und gewis-
sen Lipiden laterale Heterogenitäten in der Membranstruktur induziert werden können.
Bereits 1977 demonstrierte Israelachvili in seinem überarbeiteten Membranmodell,
dass die Insertion von Proteinen in die Membran einen Einfluss auf die Anordnung der
Lipide hat. So werden beispielsweise bestimmte Lipide von der Protein-Lipid-Grenzfläche
ausgeschlossen und andere rekrutiert, um energetisch ungünstige Packungsdefekte in der
Membran und/oder die Exposition hydrophober Flächen zu minimieren.[13] Diese Idee
wurde später von Mouritsen in seinem Matratzenmodell aufgegriffen und verfeinert,
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Abb. 1.3: Modifizierte schematische Darstellung des Flüssig-Mosaik-Modells einer biologischen Membran.
Während die extrazelluläre Seite der Plasmamembran hauptsächlich PC (blau), SM (lila) und Glykolipide
enthält, befinden sich PE (rosa), PS (rot) und PI (grün) ausschließlich auf der intrazellulären Membranseite.
Cholesterol (gelb) und SM sind in geordneten Membrandomänen angereichert (laterale Phasenseperation).
Einige Lipide und Membranproteine diffundieren frei lateral in der Membranebene, während andere durch
das Zytoskelett (Aktin) oder die extrazelluläre Matrix (Proteoglykane) in ihrer Mobilität eingeschränkt
sind.
in dem der Begriff des hydrophoben mismatches seinen Ursprung hat. Die Minimierung
eines solchen hydrophoben mismatch zwischen der hydrophoben Proteinfläche und des
Membraninneren geht nicht nur mit einer lateralen Phasenseparation der Lipide einher,
sondern kann auch durch eine Konformationsänderung des Proteins oder der Ausbildung
von Proteinaggregaten/-oligomeren ermöglicht werden.[34,35] Die Proteinverteilung in der
Membran kann darüber hinaus durch Bindungsmotive in Proteinen für bestimmte Lipids-
pezies, wie beispielsweise Cholesterol oder PI, reguliert werden.[36,37] Wechselwirkungen
zwischen Proteinen und Lipiden beeinflussen jedoch nicht nur die Lokalisation und damit
die Aktivität von Membranproteinen, sondern haben auch Auswirkungen auf die Form,
Lipidzusammensetzung und Dynamik der zellulären Membran.
Selektive Lipid-Lipid-Interaktionen, wie die bevorzugte Wechselwirkung von Cholesterol
mit gesättigten Phosphoglyceriden oder Sphingolipiden,[38] resultieren in einer lateralen
Entmischung und führen zur Ausbildung von geordneten Membrandomänen inmitten einer
fluiden Lipidmatrix.[20] Dies bildet die Grundlage für das sogenannte „ lipid raft“-Modell, in
dem Simons und Ikonen 1997 die Existenz von transienten, nanoskopischen Domänen in
der Zellmembran postulierten, die mit Sphingolipiden und Cholesterol angereichert sind.
Diese stellen eine Plattform für Membranproteine dar, die zahlreiche zelluläre Prozesse, wie
z.B. die Dynamik des Zytoskeletts, Transportprozesse und intrazelluläre Signalweiterlei-
tungen, regulieren.[39,40] Obwohl einige Experimente auf die Existenz solcher funktionellen
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Membrandomänen hinweisen, wird dieses Modell kontrovers diskutiert, da eine direkte
Beobachtung und Untersuchung möglicher raft-Domänen in lebenden Zellen aufgrund ihrer
Größe und kurzen Lebensdauer eingeschränkt ist.[41]
1995 präsentierte Sackmann schließlich ein Membranmodell, das weitreichende Heteroge-
nitäten in der Zellmembran aufzeigt. Diese resultieren aus den zusätzlichen Interaktionen
der Lipide und Proteine mit dem Zytoskelett auf der zytosolischen Seite der Membran
sowie mit der Glykokalix auf der extrazellulären Seite, wodurch die laterale Diffusion der
Membrankomponenten signifikant reduziert und eine homogene Verteilung unterbunden
wird (siehe Abb. 1.3).[1,3,42]
Die strukturelle Komplexität und dynamische Struktur der zellulären Membran erschwert
die Untersuchungen der räumlich und zeitlich regulierten Prozesse an der Membran unter
kontrollierten Bedingungen innerhalb einer Zelle. Die Rekonstitution dieser biologischen
Systeme in vitro unter Verwendung von Modellmembranen bietet daher eine attraktive
Alternative, membranassoziierte Vorgänge und den Einfluss individueller Komponenten
aufzuklären.
1.2 Lipidmodifizierte Proteine in Signaltransduktionen
Die Fähigkeit von Zellen, mit ihrer Umgebung zu kommunizieren und auf äußere Reize zu
reagieren, ist essentiell für ihr Überleben. Hierfür werden extrazelluläre Signale über die
Plasmamembran in das Zellinnere weitergeleitet. Bei diesen Signaltransduktionen werden
zunächst Rezeptorproteine auf der Zelloberfläche durch die Bindung von Wachstumsfak-
toren, Hormonen oder durch andere Umgebungsreize aktiviert, woraufhin das Signal auf
periphere Membranproteine, die sich auf der zytosolischen Seite der Plasmamembran
befinden, übertragen wird. Bei diesen membranassoziierten Proteinen handelt es sich
vorwiegend um GTPasen und Kinasen, die über ein definiertes Set von nachgeschalteten
Effektorproteinen intrazelluläre Signalkaskaden initiieren, die letztendlich die Transkription
gewisser Gene beeinflussen. All diese molekularen Prozesse verursachen bestimmte zelluläre
Reaktionen, die z.B. das Überleben, die Proliferation, Motilität oder Differenzierung der
Zelle regulieren. Wenn entscheidende Komponenten dieser Signalwege durch die Überex-
pression oder Mutation von Onkogenen verändert werden, kann dies ein unkontrolliertes
Zellwachstum zur Folge haben oder die Apoptose unterbinden. Aus diesem Grund werden
anormale Signalweiterleitungen häufig mit Krankheiten wie Krebs in Verbindung gebracht




Um gezielt in solche Signalwege eingreifen zu können, werden unterschiedliche chemische
und biochemische Ansätze verfolgt. So können beispielsweise einerseits die Bindungsstellen
der extrazellulären Signalmoleküle im Rezeptorprotein oder die Interaktionen zwischen
den Proteinen direkt mittels kleiner Moleküle blockiert werden. Andererseits kann auch
die Aktivierung der einzelnen Komponenten und damit die Signalweiterleitung verhindert
werden. Einen weiteren vielversprechenden, indirekten Therapieansatz stellt die Inhibierung
der Membranassoziation der peripheren Membranproteine dar, da die Lokalisation an der
Plasmamembran zwingend für die biologische Funktion der Proteine und folglich für die
Initiierung der nachgeschalteten Signalkaskade erforderlich ist.[43,44]
Die Bindung dieser membranassoziierten Proteine an die zytosolische Seite der Plasma-
membran wird durch die co- oder posttranslationale Lipidierung reguliert. Die kovalente
Anbindung von z.B. Fettsäuren, Isoprenoiden oder Phospholipiden (siehe Abb. 1.4) erhöht
die Hydrophobizität und damit die Membranaffinität der lipidierten Proteine. Lipidmodifi-
kationen können im weitesten Sinne in zwei Kategorien eingeteilt werden: Lipidmodifika-
tionen, die entweder im Zytoplasma sowie auf der zytosolischen Seite der Endomembranen
stattfinden, oder die im Lumen von Organellen des sekretorischen Weges erfolgen.[45] Zu
der zweiten Kategorie zählt u.a. der Glykosylphosphatidylinositol (GPI)-Anker, der im en-
doplasmatischen Retikulum (ER) an den C -Terminus einiger Membranproteine gebunden
wird. Proteine, die mit diesem Lipidanker modifiziert sind, befinden sich ausschließlich auf





































































Abb. 1.4: Struktureller Überblick über einige Lipidmodifikationen in Membranproteinen.
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Ein anders lipidmodifiziertes sekretorisches Protein ist das als Morphogen agierende Hedge-
hog (Hh) Protein, das eine Schlüsselrolle in der embryonalen Entwicklung einnimmt. Nach
der Synthese dieses Proteins wird es zunächst in das ER importiert, wo die N -terminale
Signalsequenz proteolytisch abgespalten wird. Daraufhin durchläuft dieses Vorläuferprotein
eine Autoprozessierung, bei der die C -terminale Domäne entfernt und ein Cholesterolmo-
lekül kovalent an den neuen C -Terminus der N -terminalen Domäne gebunden wird. Des
Weiteren wird der N -Terminus dieser Domäne mit einer über eine stabile Amidbindung
gebundenen Palmitoylgruppe modifiziert. Das zweifach lipidierte Protein wird schließlich
zur extrazellulären Seite der Plasmamembran transportiert.[47]
Im Fokus dieser Arbeit stehen jedoch Lipidmodifikationen, die im Zytoplasma oder
an der zytosolischen Seite der Endomembranen ablaufen. Hierzu gehören neben der
seltenen Phospholipid-Konjugation, die bisher nur am Atg8/LC3 Protein beobachtet
wurde,[48] vor allem die häufig stattfindende N -Myristoylierung, S -Palmitoylierung und
S -Prenylierung.[49]
N -Myristoylierung
Die N -Myristoylierung erfolgt vorwiegend cotranslational in Proteinen mit der N -terminalen
Erkennungssequenz MGXXS/T. Nachdem das initiale Methionin am N -Terminus von einer
Aminopeptidase entfernt wurde, katalysiert das Enzym N -Myristoyltransferase die Über-
tragung einer Myristoylgruppe auf die Aminogruppe des nun freiliegenden Glycins (Gly).
Aufgrund der hohen Stabilität der entstandenen Amidbindung ist die N -Myristoylierung
irreversibel.[50] Obwohl sich die Membranaffinität der Proteine durch die Myristoylierung
erhöht, wird bei der Insertion dieses Lipidankers in die Membran nicht genug Energie
freigesetzt, um das Protein stabil in der Membran zu verankern.[51] Die daraus resultierende
rapide Dissoziation von der Membran kann jedoch durch zusätzliche Membranbindungs-
motive im Protein verhindert werden. Häufig enthalten myristoylierte Proteine, wie z.B.
die Nicht-Rezeptor-Tyrosinkinase c-Src (siehe Abschnitt 1.2.3), die an zahlreichen in-
trazellulären Signaltransduktionen beteiligt ist, eine polybasische Sequenz in der Nähe
der Lipidfunktion. Dadurch können zusätzlich elektrostatische Wechselwirkungen mit den
negativ geladenen Lipidkopfgruppen an der zytosolischen Seite der Plasmamembran ausge-
bildet werden.[52] Die Membranbindung solcher Proteine kann durch die Phosphorylierung
benachbarter Serinreste reguliert werden, weil die elektrostatischen Interaktionen zwischen
Protein und Membran durch die negative Ladung der Phosphatgruppe geschwächt wer-
den, sodass die Dissoziation von der Membran begünstigt wird.[53] Des Weiteren können
myristoylierte Proteine anstelle einer polybasischen Sequenz auch einen zusätzlichen Pal-




Bei der S -Palmitoylierung wird ein Palmitat oder eine andere Fettsäure kovalent über
einen Thioester an die Seitenkette eines Cys gebunden. Diese Reaktion wird von Pal-
mitoylacyltransferasen an Endomembranen katalysiert und erfolgt im Gegensatz zur
Myristoylierung posttranslational. Im Vergleich zu den anderen Lipidierungen existiert
für die S -Palmitoylierung keine allgemeine Konsensussequenz in den Proteinen.[49] Dar-
über hinaus ist die S -Palmitoylierung als einzige Lipidmodifikation reversibel, da die
hydrolyselabile Thioesterbindung spontan oder von Thioesterasen gespalten werden kann.
Die Membranbindung und damit verbundene Aktivität palmitoylierter Proteine kann
durch den stetigen Palmitoylierungs-/Depalmitoylierungszyklus reguliert werden.[54] Wie
bereits erwähnt, liefert die Einlagerung einer einzelnen Lipidmodifikation nicht genügend
Gibbs-Energie für eine stabile Membranassoziation der lipidmodifizierten Proteine, wes-
halb weitere Membranbindungsmotive erforderlich sind. Neben dem bereits erwähnten
Myristoylanker und der Cholesterolmodifikation werden Palmitoylanker ebenfalls häufig in
der Nähe von Prenylgruppen beobachtet, wie z.B. bei den Ras-Proteinen (siehe Abschnitt
1.2.2).[49,55]
S -Prenylierung
Bei der Prenylierung wird ein Isoprenoid posttranslational an die Thiolgruppe eines
Cys gebunden. Anders als bei der Palmitoylierung erfolgt die Bindung des Polyisoprenres-
tes an das Cys über eine Thioetherbindung. Die hohe Stabilität dieser Bindung macht die
Prenylierung zu einem irreversiblen Prozess. Prenylierte Proteine enthalten meistens die
C -terminale Konsensussequenz CAAX, die das lipidmodifizierte Cys, zwei angrenzende
aliphatische Aminosäuren (AS) und eine terminale AS umfasst, die festlegt, ob das Pro-
tein mithilfe einer Farnesyltransferase (FTase) farnesyliert (15 C-Atome) oder durch die
Geranylgeranyltransferase I (GGTaseI) geranylgeranyliert (20 C-Atome) wird.[56] Proteine,
die dieses CAAX-Motiv aufweisen, werden nach der Prenylierung an die zytosolische Ober-
fläche des ER transportiert, wo die Endopeptidase Rce1 das Tripeptid AAX proteolytisch
entfernt. Der neu entstandene C -Terminus am prenylierten Cys wird durch das Enzym
Icmt carboxymethyliert (siehe Abschnitt 1.2.2).[49,57] Ein weiterer Prenylierungsmechanis-
mus existiert für die Familie der Rab-Proteine, die die C -terminalen Konsensussequenzen
CXC oder CC aufweisen, wobei die zwei benachbarten Cys-Reste mithilfe der GGTaseII
geranylgeranyliert werden.[56]
Während die beiden Geranylgeranylgruppen die Membranaffinität der lipidierten Proteine
so weit erhöhen, dass eine stabile Membranverankerung resultiert, dissoziieren Proteine,
die nur eine Prenylfunktion tragen, rapide von der Membran. Daher benötigen prenylierte
Proteine ähnlich wie myristoylierte ein sekundäres Membranbindungsmotiv, um die Asso-
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ziation mit der Membran zusätzlich zu stabilisieren. Entweder sie treten in Kombination
mit einer polybasischen Sequenz auf, wie die Spleißvariante K-Ras4B, die über sechs auf-
einanderfolgende Lysinreste neben dem Farnesylanker verfügt, oder sie durchlaufen weitere
Lipidmodifikationen wie N-Ras und H-Ras, die einen bzw. zwei zusätzliche Palmitoylanker
tragen.[57,58]
1.2.2 Ras-Proteine
Zu den peripheren Membranproteinen, die für die Signalweiterleitung an der Plasma-
membran verantwortlich sind, gehören die Ras-Proteine. In tierischen Zellen werden die
vier Proteine H-Ras, N-Ras, K-Ras4B sowie K-Ras4A, die von den klassischen drei ras-
Genen kodiert werden, beinahe ubiquitär exprimiert, auch wenn sich das Expressionslevel
je nach Gewebe und Entwicklungsstadium der Zelle unterscheidet.[59,60] Diese Proteine
werden der Familie der kleinen GTPasen (ca. 21 kDa) zugeordnet, die als molekulare
Schalter zwischen einer inaktiven Guanosindiphosphat (GDP)-gebundenen und einer
aktiven Guanosintriphosphat (GTP)-gebundenen Konformation wechseln können (siehe
Abb. 1.6).[61] Die Aktivierung von Ras wird durch den GTP-Austauschfaktor GEF (gua-
nine exchange factor) reguliert, indem die Dissoziation des gebundenen GDP erleichtert
und durch das in der Zelle häufiger vorkommende GTP ausgetauscht wird.[62] Durch den
GEF-katalysierten Austausch von GDP durch GTP wird eine Konformationsänderung in
den Switch-Regionen, Switch I und Switch II, induziert, sodass eine Interaktionsstelle für
die nachgeschalteten Effektorproteine exponiert wird. Demnach kann die intrazelluläre
Signalkaskade nur von der GTP-gebundenen Ras-Form induziert werden.[63] Obwohl das
Ras-Protein eine intrinsische GTPase-Aktivität besitzt, wird die GTP-Hydrolyse durch
ein GTPase-aktivierendes Protein (GTPase activating protein, GAP) um einige Größen-
ordnungen beschleunigt, sodass eine rapide Inaktivierung der Ras-Proteine gewährleistet
wird und die Signalweiterleitung schnell unterbunden werden kann.[62]
Die katalytisch aktive G-Domäne (AS 1-166) (siehe Abb. 1.5) wird in die N -terminale
Effektordomäne (AS 1-86), die den größten Teil der Nukleotidbindestelle und die Interak-
tionsstelle für die Effektorproteine enthält, und den C -terminalen allosterischen Bereich
(AS 87-171), der die membranwechselwirkenden Teile des Ras-Proteins umfasst, unter-
teilt. Während die Sequenz aller Ras-Isoformen in der N -terminalen Effektordomäne zu
100 % identisch ist, liegt die Sequenzidentität im C -terminalen allosterischen Bereich bei
90 %.[64] Ob diese geringen Sequenzunterschiede zu den isoformspezifischen Funktionen der
Ras-Proteine beitragen, ist noch weitgehend unbekannt. Allerdings spielt der allosterische
Bereich eine wichtige Rolle für die Konformation der Switch II-Region und beeinflusst die
Orientierung der Ras-Proteine an der Membran, welche sich wiederum auf die Wechselwir-
kungen mit den Effektorproteinen auswirken können.[66,67]
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Abb. 1.5: Sequenzidentität, Struktur und Membrananker der Ras-Isoformen. Die katalytischen G-
Domänen (1-166) der Ras-Isoformen sind hoch konserviert (90-100 % identisch), wohingegen sich die
Sequenzen der C -terminalen HVR deutlich unterscheiden (8-12 % identisch). Exemplarisch ist die G-
Domäne von K-Ras4B in der GDP-gebundenen Form (PDB-ID-Code: 4OBE) dargestellt. Die HVR enthält
die isoformspezifische Ankersequenz. Dabei erhalten alle vier Ras-Isoformen eine Farnesylgruppe am
C -terminalen carboxymethylierten Cys. Als sekundäres Membranbindungsmotiv besitzt K-Ras4B eine
polybasische Sequenz aus insgesamt acht Lysinresten, während N-Ras sowie K-Ras4A über eine weitere
Palmitoylgruppe und H-Ras über zwei weitere Palmitoylgruppen in ihrer Ankersequenz verfügen. Die
Proteinstruktur wurde mit Chimera[65] (http://www.cgl.ucsf.edu/chimera) dargestellt und modifiziert.
Die sich überschneidenden und dennoch verschiedenen Funktionen der Ras-Proteine in
der Zelle können jedoch vorwiegend auf die C -terminale hypervariable Region (HVR)
(AS 167-188/189) zurückgeführt werden. Im Gegensatz zur katalytischen G-Domäne weist
diese extreme Sequenzunterschiede innerhalb der vier Ras-Isoformen auf. Die HVR besteht
aus einem unstrukturierten Linker und einer isoformspezifischen Membranankerregion,
die für die Membranbindung der Ras-Proteine verantwortlich ist und deren subzelluläre
Verteilung bestimmt. Dadurch erreichen sie verschiedene Effektor- und Regulatorproteine,
die letztendlich für die isoformspezifischen Zellantworten verantwortlich sind[68,69] Nach der
Synthese durchlaufen die zytosolischen Ras-Vorstufen eine Reihe von posttranslationalen
Modifikationen. Hierbei überträgt zunächst die Farnesyltransferase eine Farnesylgruppe
auf das Cys im C -terminalen CAAX-Motiv. Daraufhin wird das farnesylierte Ras an die
zytosolische Oberfläche des ER transportiert, wo die Endopeptidase Rce1 das Tripeptid
AAX entfernt. Der neu entstandene C -Terminus am farnesylierten Cys wird durch das
Enzym Icmt methyliert. Während H-Ras, N-Ras und K-Ras4A im Golgi-Apparat an zwei
bzw. einem weiteren Cys in der HVR palmitoyliert werden und über den sekretorischen
Weg zur Plasmamembran transportiert werden, besitzt die Spleißvariante K-Ras4B keine
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Abb. 1.6: Ras-Signalwege werden durch Bindung von Liganden, wie Wachstumsfaktoren, an deren
Rezeptortyrosinkinasen stimuliert. Die darauffolgende Dimerisierung und Transphosphorylierung der
Transmembranrezeptoren hat zur Folge, dass zytosolische Adapter- und GEF-Proteine zur Plasmamembran
rekrutiert werden, die die kleine GTPase Ras aktivieren. Im GTP-gebunden Zustand bindet Ras eine
Vielzahl von nachgeschalteten Effektorproteinen und moduliert damit zahlreiche Signalkaskaden.
weiteren Lipidmodifikationen, sondern einen polybasischen Bereich mit insgesamt acht
Lys-Resten, der als sekundäres Membranbindungsmotiv dient (siehe Abb. 1.5).[57,68]
Zu den wichtigsten und am meisten untersuchten Ras-Effektoren gehört die Raf-Kinase,
die eine wichtige Komponente des mitogenaktivierten Proteinkinase (MAPK)-Signalwegs
darstellt (siehe Abb. 1.6). Dieser Signalweg ist für die Kontrolle mehrerer zellulärer Funk-
tionen wie die Zellproliferation zuständig. Der MAPK-Signalweg wird durch die Bindung
des epidermalen Wachstumsfaktors (EGF) an den EGF-Rezeptor aktiviert. Nach der Dime-
risierung und Autophosphorylierung des Rezeptors wird das Adapterprotein Grb2 an das
Rezeptorprotein gebunden. Grb2 bindet wiederum das als GEF-fungierende Sos-Protein,
welches das membranassoziierte Ras-Protein aktiviert. Das GTP-gebundene Ras rekrutiert
daraufhin die Kinase Raf zur Plasmamembran, die zur Aktivierung weiterer Kinasen und
Transkriptionsfaktoren, welche mit der Zellproliferation assoziiert sind, führt.[70] Neben Raf
wurden mindestens sechs weitere Proteinfamilien als Ras-Effektoren identifiziert, wie z.B.
die Phosphoinositid-3-Kinase (PI3K), die den anti-apoptotischen PI3K-Signalweg einleitet
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oder das Ral-spezifische GEF-Protein, das an der Regulation des vesikulären Transports
beteiligt ist. Die Fähigkeit dieser Effektoren zur Onkogenese beizutragen, beruht zum Teil
darauf, dass mutante Formen dieser Proteine selbst Onkoproteine darstellen. Ein weiterer
wichtiger Ras-Effektor ist das Rac-spezifische GEF-Protein, das eine wichtige Rolle in der
Organisation des Aktin-Zytoskeletts spielt. Die PLCε (Phospholipase C-ε) ist ein weiterer
Ras-Effektor, der für die Produktion der zwei sekundären Botenstoffe Diacylglycerol und
Ca2+ verantwortlich ist.[57]
Daraus wird deutlich, dass Änderungen in den Ras-vermittelten Signalweiterleitungen zu
karzinogenen Prozessen beitragen können. Punktmutationen in den H-, N- oder K-ras-
Protoonkogenen führen häufig zu Konformationsänderungen in den korrespondierenden
Ras-Proteinen, durch welche die effiziente GTP-Hydrolyse verhindert wird, sodass eine
anhaltende, nicht mehr regulierbare Aktivität der kleinen GTPase hervorgerufen wird.
Solch aktivierende Mutationen in einem der drei ras-Gene werden in etwa 20-30 % aller
menschlichen Tumore beobachtet. Aus diesem Grund werden unterschiedliche Ansätze
verfolgt, um gezielte Therapien für Ras-induzierte Krebserkrankungen zu entwickeln.[71,72]
1.2.3 Src-Protein
Zu den peripheren Membranproteinen gehören auch die lipidierten Nicht-Rezeptor-Tyrosin-
kinasen der Src-Familie (src familiy kinase, SFK), die eine zentrale Rolle in der intrazel-
lulären Signalweiterleitung spielen. Dadurch sind die SFKs an der Regulation wichtiger
zellulärer Prozesse, wie z.B. der Zellproliferation und -differenzierung, beteiligt. Die Src-
Familie umfasst elf strukturell verwandte Mitglieder, die eine konservierte Domänenstruk-
tur aufweisen. Die gemeinsame Struktur besteht aus einem myristoylierten N -terminalen
SH4-Segment, den beiden regulatorischen SH3- und SH2-Domänen, der enzymatischen
Tyrosinkinase-Domäne (SH1) sowie einem regulatorischen C -terminalen Segment (siehe
Abb. 1.7).[73,74] Diese konservierte Domänenanordnung deutet auf einen gemeinsamen
Regulationsmechanismus hin. Die Aktivität der Src-Kinasen wird allosterisch durch zwei
intramolekulare Bindungsereignisse gesteuert. Zum einen bindet die C -terminale Region an
die SH2-Domäne, wenn der autoinhibierende Tyrosinrest Tyr530 (humanes Src) innerhalb
des C -Terminus phosphoryliert wird. Zum anderen bilden die SH2- und SH3-Domäne
intramolekulare Wechselwirkungen mit der Kinasedomäne aus, sodass die Aktivierungs-
schleife in der katalytischen SH1-Domäne eine kompakte helikale Struktur bildet. Dadurch
blockiert sie die katalytische Bindestelle und verhindert die Autophosphorylierung von
Tyr419, die jedoch für eine vollständige Aktivierung und Kinaseaktivität erforderlich
ist.[73,75]
Die Aktivität der SFKs wird zudem über die subzelluläre Lokalisation reguliert, denn in
der inaktiven Form sind die Src-Kinasen vorwiegend an den Endomembranen lokalisiert,
werden jedoch nach der Aktivierung über verschiedene Mechanismen zur Plasmamembran
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Abb. 1.7: Die Struktur von c-Src umfasst ein N -terminales SH4-Segment, das sowohl einen Myristoylanker
als auch eine polybasische Sequenz enthält, die beiden regulatorischen SH3- und SH2-Domänen, die
enzymatische Tyrosinkinase-Domäne (SH1) sowie ein regulatorisches C -terminales Segment (A). Wenn
das autoinhibierende C -terminale Tyr530 phophoryliert ist, bindet dieses Segment an die SH2-Domäne.
Aus dieser Interaktion sowie aus der Bindung der SH2- und SH3-Domäne mit der Kinasedomäne resultiert
eine geschlossene inaktive Konformation. Umgekehrt erfolgt die Aktivierung von c-Src, wenn Tyr530
dephosphoryliert und die autoinhibierenden Interaktionen gelöst werden, wodurch das Protein eine offene
und aktive Form annimmt. Die vollständige Aktivierung erfordert eine Phosphorylierung von Tyr419 in
der katalytischen Domäne (B).
transportiert.[76–79] Dort interagieren die SFKs schließlich mit nachgeschalteten Effektor-
proteinen, wodurch die intrazelluläre Signalweiterleitung induziert wird.
Für die Bindung der SFKs an die Membran ist die N -terminale SH4-Region verantwortlich,
die ein N -myristoyliertes Gly enthält. Zusätzlich besitzen die meisten SFKs einen bzw.
zwei Cys-Reste in der SH4-Region, die als Palmitoylierungsstelle dienen. Eine Ausnahme
stellt das bekannteste Mitglied der Src-Kinasen c-Src dar. Dieses weist neben dem Myri-
stoylanker keine weiteren Lipidmodifikationen auf, stattdessen umfasst die SH4-Region
von c-Src eine polybasische Sequenz. Diese basischen Aminosäuren können elektrostati-
sche Wechselwirkungen mit den negativ geladenen Phospholipiden, die sich vermehrt auf
der zytosolischen Seite der Plasmamembran befinden, ausbilden. Sowohl die zusätzlichen
Palmitoylmodifikationen als auch die polybasische Sequenz in der SH4-Region erhöhen die
Membranaffinität der SFKs.[80]
Die strukturellen Ähnlichkeiten innerhalb der katalytischen Domäne sowie der regulato-
rischen SH2- und SH3-Domänen weisen auf eine funktionelle Redundanz der SFKs hin.
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Verschiedene Studien haben dennoch gezeigt, dass sich die Phänotypen von Knockout-
Mäusen und Zellen, in denen die einzelnen SFK-codierenden Gene deaktiviert wurden,
sehr stark unterscheiden, was auf die funktionelle Spezifität der verschiedenen SFKs
hindeutet.[81] Ähnlich wie bei den Ras-Proteinen wird vermutet, dass die spezifischen
Funktionen der einzelnen SFKs auf die Unterschiede in dem Lipidierungsmuster zurück-
zuführen sind, denn dieses reguliert maßgeblich die subzelluläre Verteilung der Proteine.
Zum Beispiel wurde berichtet, dass palmitoylierte Proteine über den sekretorischen Weg
zur Plasmamembran transportiert werden, wohingegen c-Src vom rezyklierenden Endosom
(recycling endosome, RE) nahe der perinuklearen Region über einen aktinabhängigen
Transportpfad zur Plasmamembran befördert wird.[77,78] Des Weiteren wird angenommen,
dass die palmitoylierten SFKs, wie z.B. Fyn, im Gegensatz zu c-Src bevorzugt mit den
raft-Domänen der Plasmamembran assoziieren. Da den Src-Kinasen in den unterschied-
lichen Kompartimenten der Zelle und in den Subdomänen der Plasmamembran andere
Interaktionspartner zur Verfügung stehen, können alternative Signalkaskaden und damit
zelluläre Reaktionen ausgelöst werden.[82,83] Folglich ist die subzelluläre Verteilung nicht
nur ein wichtiger Regulationsmechanismus für die Aktivität der SFKs, sondern moduliert
auch die spezifischen Funktionen dieser Src-Kinasen.
In einer Vielzahl von menschlichen Tumoren wurde im Vergleich zu normalem Gewebe
eine Überexpression und/oder erhöhte Kinaseaktivität von c-Src beobachtet, weshalb es
ein wichtiges Zielmolekül für die Krebstherapie darstellt.[84] Einen möglichen Ansatz bietet
die Inhibierung der Membranbindung von c-Src, da in frühen Studien gezeigt wurde, dass
die Assoziation von c-Src mit der Plasmamembran eine zentrale Rolle bei der zellulären
Transformation spielt.[85,86] Daher ist es wichtig, die Regulationsmechanismen für die
subzelluläre Lokalisation der Src-Kinasen im Detail zu untersuchen.
1.2.4 Regulation der Membranbindung lipidierter Proteine
Die Lokalisation lipidmodifizierter Proteine an der Plasmamembran ist essentiell für de-
ren Interaktionen mit den nachgeschalteten Effektorproteinen, welche die Spezifität und
Effektivität der intrazellulären Signalweiterleitung modulieren. Daher existieren viele Me-
chanismen in der Zelle, um die Membranbindung solcher Proteine sowie deren Freisetzung
von der Membran zu regulieren. Beispielsweise können durch die Phosphorylierung ei-
ner AS, z.B. eines Serinrestes, innerhalb der polybasischen Sequenz die elektrostatischen
Interaktionen zwischen Lipoproteinen und der negativ geladenen Phospholipide in der
Plasmamembran geschwächt werden. Dies kann die Dissoziation einiger Lipoproteine, wie
z.B. des myristoylierten MARCKS oder des farnesylierten K-Ras4B Proteins, von der
Plasmamembran erleichtern.[53,87,88]
Im Gegensatz zu den restlichen Lipidmodifikationen ist die S -Palmitoylierung reversibel,
da die labile Thioesterbindung spontan oder mithilfe von Thioesterasen gespalten wer-
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den kann. Auf diese Weise kann die Membranbindung einiger palmitoylierter Proteine,
wie z.B. N-Ras und H-Ras, durch einen stetigen enzymkontrollierten Palmitoylierungs/-
Depalmitoylierungszyklus reguliert werden. Diese beiden Ras-Isoformen werden nach
der Farnesylierung an der ER-Membran im Golgi-Apparat palmitoyliert, von wo sie
anschließend über den sekretorischen Weg zur Plasmamembran befördert werden. Die
Depalmitoylierung führt zur Freisetzung der farnesylierten N- und H-Ras-Proteine von
der Plasmamembran. Anschließend werden diese über einen nicht-vesikulären Transport
zurück zum Golgi-Apparat gebracht, wo sie erneut palmitoyliert werden können. Dadurch
kann die subzelluläre Lokalisation dieser beiden Proteine und folglich deren Aktivität
gesteuert werden.[54,89]
Dahingegen sind die Myristoyl- und Prenylgruppe über eine stabile Amid- bzw. Thioether-
bindung an die Proteine gebunden, die für gewöhnlich während der Lebensdauer eines
Proteins in vivo nicht gespalten werden. Infolgedessen muss die Dissoziation myristoylier-
ter und farnesylierter Proteine von der Membran durch andere Mechanismen reguliert
werden.[90]
N -Myristoylierung
In einer Vielzahl von N -myristoylierten Proteinen wird die Membranbindung über einen
sogenannten Myristoylschalter vermittelt. Diese Proteine können zwei verschiedene Konfor-
mationen annehmen, bei denen die Myr-Gruppe entweder exponiert vorliegt oder in einer
intramolekularen hydrophoben Bindungstasche verborgen ist. Dadurch kann die Bindung
bzw. Dissoziation des Proteins reguliert werden. Diese Konformationsänderung kann durch
die Bindung kleiner Liganden, wie z.B. Ca2+, oder durch Protein-Protein-Interaktionen
induziert werden.[91,92]
Darüber hinaus wird der zytosolische Transport und die subzelluläre Verteilung myri-
stoylierter Proteine von molekularen Chaperonen, wie z.B. UNC119A/B, gesteuert. Diese
Proteine bestehen aus einem Immunoglobulin-ähnlichen Sandwich, dessen β-Faltblätter
eine hydrophobe Bindungstasche bilden, in die der Myristoylanker der lipidierten Proteine
eingelagert werden kann, um ihn von der wässrigen Umgebung im Zytosol abzuschirmen.[93]
Erst kürzlich wurde gezeigt, dass UNC119 an dem Transport der SFKs zur Plasmamem-
bran beteiligt ist, indem es die myristoylierten Proteine im Zytosol bindet, deren Diffusion
erhöht und am RE mithilfe der sich dort aufhaltenden Arl2/3 Proteine freisetzt. Die
Tyrosinkinase c-Src bleibt über elektrostatische Wechselwirkungen an dem RE gebun-




Ähnlich wie bei den myristoylierten Proteinen wird die Membranbindung prenylierter Pro-
teine und deren Transfer zwischen den zellulären Membranen vor allem durch molekulare
Chaperone reguliert. Diese können die Prenylgruppe in ihre hydrophoben Bindungstasche
aufnehmen, sodass die Löslichkeit der lipidmodifizierten Proteine im Zytosol erhöht wird.
Auf diese Weise wird der Intermembrantransfer der geranylgeranylierten Proteine der Rho-
und Rab-Familie u.a. von den GDP-Dissoziationsinhibitoren (GDI), RhoGDI und RabGDI,
kontrolliert. Bei der Extraktion binden diese Regulatoren zunächst an die katalytische
Domäne der membrangebundenen GTPasen, woraufhin die Insertion der Prenylgruppe
in die hydrophobe Bindungstasche der GDIs ermöglicht wird. Dies resultiert schließlich
in der Dissoziation der lipidmodifizierten Proteine von der Membran.[95,96] Aufgrund der
hohen Affinität der GDIs zu den geranylgeranylierten Proteinen erfolgt die Freisetzung
aus der hydrophoben Tasche nicht spontan, sondern benötigt weitere Faktoren, die diesen
Prozess begünstigen. Im Fall der Rab-Proteine wurde z.B. das integrale Membranprotein
GDI displacement factor (GDF) identifiziert, welches die Dissoziation des Rab-Proteins
aus dem GDI-Komplex katalysiert.[97] Die GDIs regulieren jedoch nicht nur den Transfer
der Rho- und Rab-Proteine zwischen den zellulären Membranen, sondern auch deren
Aktivität. Die Interaktionen mit der katalytischen Domäne der GTPasen verhindern den
GEF-katalysierten Nukleotidaustausch, sodass die inaktive, GDP-gebundene Form stabili-
siert wird.[98]
Demgegenüber zählen u.a. Galektin-1 und Galektin-3 zu den farnesylbindenden Cha-
peronen die spezifisch mit H-Ras und K-Ras4B interagieren. Obwohl einige Studien
gezeigt haben, dass sie die Lokalisation der jeweiligen Ras-Isoform an der Plasmamem-
bran begünstigen,[99,100] wurden diese Interaktionen kaum charakterisiert. Ein anderes
Ras-bindendes Protein, das die Lokalisation der farnesylierten Ras-GTPasen an der Plas-
mamembran reguliert, ist PDEδ.[101,102] Ähnlich wie das homologe UNC119A/B und
RhoGDI Protein besteht PDEδ aus einem Immunoglobulin-ähnlichen β-Sandwich, das
eine hydrophobe Tasche bildet, in die bevorzugt ein Farnesylanker aufgenommen werden
kann. Im Gegensatz zu den GDIs bindet PDEδ die farnesylierten Ras-Proteine unabhängig
vom nukleotidgebundenen Zustand, da in PDEδ anders als in RhoGDI die Bindestelle für
die katalytische Domäne der GTPasen fehlt.[101]
Neuere Untersuchungen haben gezeigt, dass das Ca2+-bindende Protein Calmodulin (CaM)
an der Dissoziation von K-Ras4B beteiligt ist, wodurch die nachgeschaltete Signaltrans-
duktion verhindert wird, während die Lokalisation und Aktivität der anderen beiden
Ras-Isoformen N-Ras und H-Ras nicht beeinflusst werden.[103,104] Die isoformspezifische
Bindung basiert auf den strukturellen Unterschieden in der HVR der drei Ras-Proteine.
Neben dem Farnesylanker trägt nämlich auch die polybasische Sequenz in K-Ras4B si-
gnifikant zur Bindung an CaM bei, da sich auf der Proteinoberfläche von CaM viele
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negativ geladene AS befinden, die elektrostatische Wechselwirkungen mit den Lys-Resten
in der K-Ras4B-HVR ausbilden können.[105,106] Im Gegensatz zu den anderen Chaperonen,
deren hydrophobe Bindetasche aus einem Immunoglobulin-ähnlichen β-Sandwich gebildet
wird, nimmt die Ca2+-gebundene Form von CaM eine hantelförmige Struktur an, in der
die globulären N - und C -terminalen Domänen durch einen flexiblen α-helikalen Linker
verbunden sind. Bei der Bindung seiner Zielproteine kann CaM allerdings eine kompakte
Konformation annehmen, in der die hydrophoben AS-Reste der beiden globulären Domänen
einen hydrophoben Tunnel bilden. Obwohl bislang detaillierte Strukturinformationen zu
dem CaM/K-Ras4B-Komplex fehlen, deutet die Kristallstruktur eines Ca2+-gebundenen
CaM-Komplexes mit einem N -myristoylierten Peptid, das ebenfalls eine polybasische
Sequenz enthält,[107] auf die Aufnahme des Lipidankers in die hydrophoben Taschen von
CaM hin.
Da all diese Regulatoren die Bindung und Freisetzung der lipidierten Proteine an die bzw.
von der Plasmamembran und damit die von den Lipoproteinen induzierte intrazelluläre
Signalweiterleitung beeinflussen, stellen sie ein potentielles Wirkstoffziel in einer Vielzahl
von Krankheiten dar. Obwohl heutzutage klar ist, dass die Lipidmodifikation selbst sowie
die Regulatoren die subzelluläre Lokalisation lipidierter Proteine beeinflussen, stellt sich
immer noch die Frage, wie diese Interaktionen zur korrekten Lokalisation der Lipoproteine





Lipidmodifizierte Ras-Proteine und Src-Kinasen spielen als periphere Membranproteine
eine zentrale Rolle in zahlreichen zellulären Signalwegen, die verschiedene Prozesse in der
Zelle regulieren, was jedoch auch ihr onkogenes Potential widerspiegelt. Die Aktivität und
Funktion dieser Proteine steht im engen Zusammenhang mit ihrer Lokalisation an der
Plasmamembran und anderen Endomembranen. Aus diesem Grund stellt die Inhibierung
der Membranassoziation dieser lipidierten Proteine einen potentiellen therapeutischen
Ansatz für die Krebsbehandlung dar. Das Ziel dieser Arbeit ist daher, die Wechselwirkungen
zwischen den lipidierten Proteinen und Membranen sowie verschiedenen Regulatorproteinen
mithilfe biophysikalischer Methoden zu charakterisieren.
(I) Zunächst soll ein fluoreszenzmarkiertes K-Ras4B-Protein, das einen methylierten
C -Terminus und eine Farnesylgruppe am C -terminalen Cystein enthält, über einen
semisynthetischen Ansatz hergestellt werden.
(II) Anschließend soll der Einfluss der Membranzusammensetzung auf die Segregation und
laterale Organisation lipidierter Ras-Proteine in phasenseparierten Modellmembran
untersucht werden. Zum einen soll überprüft werden, ob monovalente anionische
Lipide wie PS Auswirkungen auf die räumliche Verteilung des polybasischen K-
Ras4B-Proteins in Membranen mit ld/lo-Phasenkoexistenz haben. Zum anderen
sollen komplexe zelluläre Membransysteme in An- und Abwesenheit von nativen
Membranproteinen verwendet werden, um deren Einfluss auf die räumliche Verteilung
und Clusterbildung der beiden Ras-Isoformen K-Ras4B und N-Ras zu studieren.
(III) Die Dissoziation von K-Ras4B wird u.a. von dem äußerst flexiblen Ca2+-bindenden
Protein Calmodulin reguliert. Hier sollen zum einen die Strukturänderungen von
Calmodulin in Anwesenheit des farnesylierten C -Terminus von K-Ras4B charak-
terisiert werden. Mithilfe druckabhängiger Untersuchungen sollen zum anderen
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Konformationssubzustände von Calmodulin im Ca2+-freien und -gebunden Zustand
sowie im Komplex mit der hypervariablen Region von K-Ras4B identifiziert werden.
(IV) In einem weiteren Projekt soll der Bindungsmechanismus der myristoylierten N -
terminalen Sequenz von c-Src unter Verwendung von kinetischen Studien aufgeklärt
werden. Des Weiteren soll untersucht werden, welchen Einfluss der myristoylbindende
Chaperon UNC119A auf die Assoziation und Dissoziation von c-Src mit bzw. von
der Membran hat. Außerdem soll der inhibierende Effekt von Squarunkin A auf
UNC119A in Anwesenheit von Membranen überprüft werden.
(V) Darüber hinaus soll der Einfluss der molekularen Pinzette CLR01 auf virale Modell-
membranen mit ld/lo-Phasenkoexistenz untersucht werden, da diesem Molekül eine
antivirale Wirkung zugeschrieben wird.
(VI) Abschließend soll eine temperierbare Hochdruckzelle für die Mikroskopie entwi-







Wie in Abschnitt 1.2.2 beschrieben, durchlaufen die Ras-Proteine posttranslationale Modi-
fikationen, bei denen das C -terminale Cys farnesyliert, der C -Terminus methyliert und
weitere Cys-Reste in der HVR isoformspezifisch palmitoyliert werden. Die Lipidmodifika-
tionen erhöhen u.a. die Membranaffinität der Ras-Proteine, wodurch sie deren subzelluläre
Verteilung beeinflussen. Die Lokalisation an der Plasmamembran ist ein kritischer Parame-
ter für die Aktivität der Ras-Proteine und somit für die intrazelluläre Signalweiterleitung,
die durch diese Proteine vermittelt wird.[68,69,108]
Biophysikalische Untersuchungen dieser Proteine erfordern präparative Mengen des vollstän-
dig posttranslational modifizierten, funktionalen und gegebenenfalls fluoreszenzmarkierten
Proteins. Die Herstellung solch modifizierter Proteine kann in eukaryotischen Expressions-
systemen, wie z.B. Hefe,[109] Dictyostelium discoidum [110,111] und Baculovirus-infizierten
Insektenzellen,[112] erfolgen, da die rekombinanten Proteine bei der eukaryotischen Expressi-
on im Gegensatz zu bakteriellen mit den erforderlichen posttranslationalen Modifikationen
versehen werden. Das langsame Zellwachstum, die geringe Expressionsrate sowie die
aufwendige und anspruchsvolle Kultivierung stellen jedoch maßgebliche Nachteile der
eukaryotischen Expression dar. Dahingegen weisen bakterielle Expressionssysteme, wie
z.B. E. coli,[113] im Allgemeinen hohe Ausbeuten, schnelles Wachstum und hohe Expres-
sionsraten auf. Zudem verläuft die Kultivierung der Bakterienzellen schnell und einfach.
Um die Vorteile der bakteriellen Expression trotz der fehlenden posttranslationalen Modi-
fizierungsmaschinerie zu nutzen, kann ein semisynthetischer Ansatz für die Herstellung
posttranslational modifizierter Proteine verfolgt werden.[114] Dabei wird das rekombinante
Protein verkürzt in E. coli exprimiert und die modifizierte N - oder C -terminale Peptid-
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Abb. 3.1: Mechanismus der Proteinspleißreaktion (links) und der Expressed Protein Ligation (EPL)
(rechts).
sequenz nach erfolgreicher Synthese an das Protein ligiert. Die am häufigsten verwendeten
Ligationstechniken für die Ras-Proteine stellen die Expressed Protein Ligation (EPL), die
Maleimidocaproyl (MIC)-Ligation oder die Sortase-vermittelte Ligation dar.[114]
Bei der EPL wird ein Proteinthioester durch eine Modifikation des natürlichen Protein-
spleißprozesses (siehe Abb. 3.1 links) erzeugt. Beim Proteinspleißen wird die sogenannte
Inteindomäne, die von zwei Exteindomänen flankiert wird, autokatalytisch herausge-
schnitten, wodurch die beiden Exteindomänen über eine native Amidbindung verknüpft
werden. Anfänglich erfolgt am N -terminalen Cys-Rest des Inteins ein reversibler N−→S-
Acyltransfer, der zur Bildung eines Thioesters zwischen dem Intein und dem N -terminalen
Extein führt. Im nächsten Schritt findet an dem generierten Thioester eine Umesterung
durch den Cys-Rest, der sich in der C -terminalen Exteindomäne in der Nähe des Inteins
befindet, statt. Dadurch werden die beiden Exteindomänen zusammengeführt und ein
verzweigtes Intermediat entsteht. Nach einer Zyklisierungsreaktion des konservierten As-
paragin (Asn)-Restes am C -Terminus der Inteindomäne wird das Intein abgespalten. Am
Thioester, der die beiden Exteine verknüpft, erfolgt nun ein S−→N-Acyltransfer, durch
den sich eine stabile Amidbindung zwischen den Exteindomänen bildet. Bei der EPL
wird das Zielprotein mit einer Inteindomäne fusioniert, wobei die Spleißreaktion durch
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die Mutation des konservierten Asn zu Alanin (Ala) nach der Bildung des Thioesters
inhibiert wird (siehe Abb. 3.1 rechts). Eines der Exteine wird dabei als Affinitätstag
verwendet. In diesem Fall wird eine chitinbindende Domäne (CBD) eingesetzt, die eine
Reinigung des Proteins über eine Chitinsäule ermöglicht. Vor der Konjugation des lipi-
dierten Peptids wird das rekombinante Protein durch einen Überschuss eines Thiols, wie
z.B. Natrium-2-sulfanylethansulfonat (Mesna), von der Säule freigesetzt, was zur Bildung
eines Thioesters am C -Terminus des rekombinanten Proteins führt. Dieser kann schließlich
mit dem lipidierten Peptid, das einen N -terminalen Cys-Rest enthält, über eine Umes-
terungsreaktion ligiert werden.[115,116] Der N−→S-Acyltransfer resultiert in einer nativen
Amidbindung zwischen dem rekombinanten Protein und dem lipidierten Peptid wie bei der
nativen chemischen Ligation (NCL).[117] Der Vorteil dieser Ligationsmethode im Vergleich
zur MIC-Ligation ist die Ausbildung einer nativen Amidbindung, für die kein weiterer
unnatürlicher Linker eingeführt werden muss.[118] Die Sortase-vermittelte Ligation erfor-
dert ebenfalls die Einführung einer nicht-nativen Peptidsequenz,[119] die die Funktion des
Proteins beeinflussen könnte. Aus diesem Grund wird für die Synthese des S -farnesylierten
und carboxymethylierten K-Ras4B-Proteins eine EPL mit einem synthetischen Lipopeptid
nach einem bekannten Protokoll[120] durchgeführt.
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3.2 Material & Methoden
3.2.1 Material
Die Chemikalien, die für die Semisynthese des posttranslational modifizierten und BODIPY-
markierten K-Ras4B-Proteins verwendet wurden, sind in Tabelle 3.1 zusammengetragen.
Tab. 3.1: Bezugsquellen der Chemikalien und Reagenzien für die Semisynthese von K-Ras4B.
Chemikalien Bezugsquelle
Acetonitril Merck Millipore (Darmstadt, Deutschland)
Acrylamid-Bisacrylamid-Lösung (29:1) Carl Roth (Karlsruhe, Deutschland)
Ampicillin AppliChem (Darmstadt, Deutschland)
APS (Ammoniumpersulfat) Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Bromphenolblau Natriumsalz AppliChem (Darmstadt, Deutschland)
β-Mercaptoethanol Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Chloramphenicol Serva (Heidelberg, Deutschland)
Coomassie® Brilliantblau R 250 Serva (Heidelberg, Deutschland)
DMF (N,N -Dimethylformamid) AppliChem (Darmstadt, Deutschland)
DTE (1,4-Dithioerythritol) Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Essigsäure Merck Millipore (Darmstadt, Deutschland)
Ethanol Merck Millipore (Darmstadt, Deutschland)
Glycerol Carl Roth (Karlsruhe, Deutschland)




IPTG (Isopropyl-β-D-thiogalactopyranosid) Carl Roth (Karlsruhe, Deutschland)
KH2PO4 Merck Millipore (Darmstadt, Deutschland)
K2HPO4 Merck Millipore (Darmstadt, Deutschland)
Mesna Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
MgCl2 Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Natriumacetat (NaOAc) Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
NaCl Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
NaHCO3 Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
PMSF (Phenylmethylsulfonylfluorid) Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
SDS (Natriumdodecylsulfat) Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
TCEP (Tris(2-carboxyethyl)phosphin) Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
TEMED (N,N,N ’,N ’-Tetramethylethylendiamin) Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
TFA (Trifluoressigsäure) Carl Roth (Karlsruhe, Deutschland)
TRIS (Tris(hydroxymethyl)-aminomethan) Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Triton X-100 Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Trypton Carl Roth (Karlsruhe, Deutschland)
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3.2.2 Proteinexpression und -reinigung
Die für die Expression und Reinigung von K-Ras4B∆15-Thioester verwendeten Nährmedien
und Puffer sind in Tabelle 3.2 zusammengetragen. Nachdem das Gen für die ersten 174
AS des humanen K-Ras4B in den pTWIN2-Vektor (ImpactTM-System, New England
BioLabs, Frankfurt, Deutschland) kloniert worden war, wurde das generierte Plasmid
(siehe Abb. A.1) in E.coli BL21 (T7 Express lysY Competent, New England BioLabs,
Frankfurt, Deutschland) transformiert. Die Zellen wurden anschließend auf selektivem
LB-Nährboden ausplattiert und über Nacht bei 37 °C inkubiert. Daraufhin wurden die
Kolonien in 200 mL LB-Medium suspendiert und über Nacht bei 37 °C sowie 130 rpm
inkubiert. Am nächsten Tag wurden sechs Kolben mit je 1,5 L TB-Medium mit 25 mL der
Vorkultur angeimpft und weiter bei 37 °C und 130 rpm inkubiert, bis eine Extinktion von
etwa 0,6 bei 600 nm (OD600) unter Verwendung eines Photometers (BioPhotometer plus,
Eppendorf, Hamburg, Deutschland) gemessen wurde. Daraufhin wurde die Expression des
Proteins durch die Zugabe von je 0,4 mM IPTG induziert und die Kulturen über Nacht
bei 15 °C und 130 rpm weiter im Inkubationsschüttler inkubiert. Schließlich wurden die
Zellen bei 4 °C sowie 6000 rpm für 15 min in einer Zentrifuge sedimentiert. Die erhaltenen
Zellpellets wurden entweder bis zur Weiterverwendung bei −80 °C gelagert oder die Zellen
wurden direkt aufgeschlossen.
Tab. 3.2: Verwendete Nährmedien und Puffer für die Expression und Reinigung von K-Ras4B.




20 mM HEPES (pH = 7),
10 g/L Trypton, 50 mM NaCl,





20 mM HEPES (pH = 8,5),
12 g Trypton, 50 mM NaCl,
4 mL Glycerol, 1 mM MgCl2,
auf 900 mL dest. H2O 50 mM Mesna
+
2,31 g KH2PO4, Lagerungspuffer
20 mM TRIS (pH = 7,4),
12,54 g K2HPO4 5 mM MgCl2
in 100 mL dest. H2O
a 100 mg/mL Ampicillin in dest. H2O (1:1000 Verdünnung in den Kulturen) und 34 mg/mL
Chloramphenicol in EtOH (1:1000 Verdünnung in den Kulturen).
b + 1,5 % Bacto® Agar für LB-Agar.
c + 1 mM PMSF in EtOH und eine Spatelspitze DNase
Für den Zellaufschluss wurden etwa 20 g geerntete Bakterienzellen in 200 mL Lysepuf-
fer resuspendiert und mithilfe eines Ultraschallhomogenisators lysiert. Die unlöslichen
Zellfragmente wurden in einer Zentrifuge bei 20.000 rpm und 4 °C für 30 min getrennt.
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Der Überstand wurde mit dem Lysepuffer auf 500 mL verdünnt. Nach dem Filtrieren
(0,45 µm Porendurchmesser) des Überstands wurde dieser langsam (ca. 16 h, 0,5 mL/min)
auf eine Chitinsäule (50 mL Säulenvolumen (SV)), die zuvor mit dem Lysepuffer äquili-
briert worden war, unter Verwendung eines ÄKTAprime plus-Systems (GE Healthcare,
Solingen, Deutschland) aufgetragen. Unspezifisch gebundene Proteine wurden durch das
Waschen mit Lysepuffer (8-10 SV) entfernt. Die Elution des K-Ras4B∆15-Proteins wur-
de durch Mesna induziert. Dafür wurde die beladene Säule für 12 h bei 4 °C mit dem
Elutionspuffer (etwa 3 SV) inkubiert. Anschließend konnte das Protein durch weitere
Zugabe des Elutionspuffers von der Säule eluiert werden. Die proteinenthaltenden Fraktio-
nen wurden auf etwa 1 mL mithilfe von Zentrifugationsfiltern (Amicon® Ultra 15-10K,
Merck Millipore, Darmstadt, Deutschland) aufkonzentriert. Gleichzeitig wurde der Puffer
gewechselt, indem die aufkonzentrierte Proteinlösung mehrmals im Lagerungspuffer ver-
dünnt und anschließend wieder aufkonzentriert wurde. Die Proteinkonzentration wurde
schließlich UV-spektroskopisch bei 280 nm bestimmt (siehe Abschnitt 3.2.5.1).
3.2.3 Fluoreszenzmarkierung
Für die Modifikation mit BODIPY® FL wurde der K-Ras4B∆15-Thioester unter Ver-
wendung einer HiTrapTM Desalting-Säule (5 mL, GE Healthcare, Solingen, Deutschland)
in einen 0,1 M NaHCO3-Puffer (pH = 8,5) überführt. Nachdem die Konzentration UV-
spektroskopisch bei 280 nm bestimmt worden war, wurde ein zehnfacher Überschuss an
BODIPY® FL NHS-Ester (Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA) aus einer Stammlö-
sung (c = 20 mg/mL) in DMF zur Proteinlösung gegeben. Die Proteinkonzentration lag
meistens zwischen 1 und 4 mg/mL in einem Reaktionsvolumen von 300-1000 µL. Dabei
wurde darauf geachtet, dass die DMF-Konzentration an dem gesamten Reaktionsvolumen
≤ 5 %(v/v) war. Das Reaktionsgemisch wurde für mindestens 4 h bei 4 °C im Dunkeln
gerührt. Die Reinigung des Proteins sowie der Austausch des Puffers erfolgte mithilfe einer
HiTrapTM Desalting-Säule (5 mL, GE Healthcare, Solingen, Deutschland), die zuvor mit
dem Lagerungspuffer äquilibriert worden war. Im Anschluss wurde das fluoreszenzmarkierte
Protein unter Verwendung von Zentrifugalfiltern (Amicon® Ultra 15-10K, Merck Millipore,
Darmstadt, Deutschland) aufkonzentriert.
Nach der Reinigung des fluoreszenzmarkierten Proteins kann der Markierungsgrad (degree
of labeling, DOL) mittels Absorptionsspektroskopie unter Verwendung des Lambert-
Beer’schen Gesetzes (siehe Gl. 3.2) bestimmt werden. Hierfür wurde die Absorption
sowohl am Absorptionsmaximums des Proteins bei 280 nm (A280, siehe Abschnitt 3.2.5.1)
als auch bei der Wellenlänge am Absorptionsmaximum des Fluorophors (Amax) gemessen.
A280 muss um den Beitrag des Fluorophors zur Absorption bei dieser Wellenlänge, der
durch den Korrekturfaktor (correction factor, CF280) beschrieben wird, korrigiert werden.
Für die Absorption des Proteins folgt schließlich: AProt = A280 −Amax ·CF280. Bei bekann-
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tem Extinktionskoeffizienten des Proteins bei 280 nm (εProt) sowie des Fluoreszenzmarkers
am Absorptionsmaximum (εmax) kann die durchschnittliche Anzahl an Farbstoffmolekülen,









(A280 − Amax · CF280) · εmax (3.1)
Die spektralen Eigenschaften des verwendeten Fluoreszenzmarkers sind in Tabelle 3.3
zusammengefasst.
Tab. 3.3: Spektrale Eigenschaften von BODIPY® FL.
λ/nm ελ/ M−1cm−1 CF280
BODIPY® FL 504 68.000 0,04
Die Absorptionsmessungen wurden unter Verwendung eines NanoVue Plus Spektralpho-
tometers (GE Healthcare, Solingen, Deutschland) gemäß den Angaben des Herstellers
durchgeführt, wobei als Referenz der Puffer, in dem das Protein gelöst war, diente.
3.2.4 Peptidligation
Die für die Ligation verwendeten Puffer sind in Tabelle 3.4 aufgelistet. Zunächst wurden vier
Äquivalente des K-Ras4B-Peptids (NH2-C(StBu)KKKKKKSKTKC(Far)-OCH3, ≥ 95 %,
Eurogentec, Seraing, Belgien) im Peptidpuffer bei Raumtemperatur gelöst (c = 5 mg/mL).
Durch die Zugabe von 5 mM TCEP wurde das N -terminale Cys entschützt. Nach ei-
ner Inkubationszeit von 5 min wurde ein Äquivalent des fluoreszenzmarkierten Proteins
zum gelösten Peptid gegeben. Der Ligationsansatz sollte mindestens eine Konzentration
von 800 µL/mg Protein aufweisen und wurde gegebenenfalls mit Peptidpuffer verdünnt.
Das Reaktionsgemisch wurde unter einer Argonatmosphäre bei 4 °C für mindestens 3 h
gerührt. Daraufhin wurde der Ansatz 1:1 mit dem Dialysepuffer verdünnt und in einer
Dialysekammer (Slide-a-LyzerTM 10K, Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA) über
Nacht gegen den Dialysepuffer dialysiert. Während der Dialyse wurde der Puffer min-
destens einmal ausgetauscht. Die Isolierung des Kupplungsproduktes erfolgte mittels
Kationenaustauschchromatographie mit einer HiTrapTM SP-XL-Säule (5 ml, GE Health-
care, Solingen, Deutschland), die zuvor unter Verwendung des ÄKTAprime plus-Systems
(GE Healthcare, Solingen, Deutschland) mit 4 SV Äquilibrierungspuffer konditioniert
worden war. Anschließend wurde der nach der Dialyse aufkonzentrierte Ligationsansatz
auf die Säule aufgetragen und mit etwa 10 SV Äquilibrierungspuffer gewaschen, wodurch
das nicht umgesetzte Protein entfernt wurde. Schließlich wurde das Kopplungsprodukt
mithilfe des Elutionspuffers eluiert. Die proteinenthaltenden Fraktionen wurden vereinigt
und durch Ultrafiltration mittels Zentrifugationsfilter (Amicon® Ultra 15-10K, Merck
Millipore, Darmstadt, Deutschland) aufkonzentriert. Dabei wurde auch der Elutionspuffer
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gegen den Lagerungspuffer ausgetauscht. Die Proteinkonzentration wurde mithilfe von
Absorptionsmessungen (siehe Abschnitt 3.2.5.1) bestimmt. Bis zur weiteren Verwendung
wurde das Protein schockgefroren und bei −80 °C gelagert.
Tab. 3.4: Puffer für die Ligation des K-Ras4B∆15-Proteins mit
dem C -terminalen K-Ras4B-Dodecapeptid.
Puffer Zusammensetzung
Peptidpuffer





25 mM NaOAc (pH = 5,4),
1 mM MgCl2
Äquilibrierungspuffer
25 mM NaOAc (pH = 6,3),
1 mM MgCl2
Elutionspuffer








3.2.5.1 Bestimmung der Proteinkonzentration
Die Proteinkonzentration c wurde photometrisch gemäß dem Lambert-Beer’schen Gesetz







= ε280 · c · d (3.2)
Dabei repräsentiert d die Schichtdicke der Küvette. I0 sowie I entsprechen der Intensität
des einfallenden bzw. austretenden Lichts. Bei bekannter Proteinsequenz kann der molare
Extinktionskoeffizient (ε280) über die folgende Gleichung berechnet werden:[121]
ε280[M−1cm−1] = 5500 ·
∑
Trp + 1490 ·
∑
Tyr + 125 ·
∑
Disulfid (3.3)
Da vorwiegend die aromatischen Aminosäuren Tyr, Trp sowie die Disulfidbrücken in
einem Protein bei 280 nm absorbieren, werden mit dieser empirischen Formel die gesamten
Beiträge dieser Gruppen zur Proteinabsorption bei 280 nm berücksichtigt. Dieser Formel
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liegen die durchschnittlichen ε280 von Tyr, Trp und den Disulfidbrücken zugrunde.
Die Absorptionsmessungen wurden mit einem Photometer (BioPhotometer plus, Eppen-
dorf, Hamburg, Deutschland) bei Raumtemperatur gemäß den Angaben des Herstellers
durchgeführt. Hierfür wurden 100 µL Proteinlösung angesetzt und als Referenz diente der
Puffer, in dem das Protein gelöst war.
3.2.5.2 SDS-PAGE
Die SDS-PAGE (Natriumdodecylsulfat (sodium dodecyl sulfate))-Polyacrylamidgelelektro-
phorese) ist eine analytische Methode, um Proteine gemäß ihrer Größe bzw. ihres Mole-
kulargewichts (MW) zu trennen, identifizieren und um Informationen über die Reinheit
der Proteinprobe zu erhalten.[122] Durch die Zugabe des anionischen Detergens SDS wird
gewährleistet, dass die Proteine denaturiert vorliegen und die Eigenladung der Proteine
maskiert wird, sodass die durch SDS eingeführte Ladung proportional zur Masse des
Proteins ist. Da kleinere Proteine schneller im elektrisch angelegten Feld durch das Gel
wandern, erfolgt eine Auftrennung der Proteine gemäß ihrer Größe.
Die Zusammensetzung der für die SDS-PAGE verwendeten Puffer und Lösungen sind in
Tabelle 3.5 zusammengefasst.
Tab. 3.5: Zusammensetzung der Puffer und Lösungen für die SDS-PAGE.
Puffer & Lösungen Zusammensetzung
Trenngelpuffer (4x)
1,5 M TRIS (pH = 8,8),
0,4 %(w/v) SDS
Sammelgelpuffer (4x)













0,2 %(w/v) Coomassie Brilliant Blau G-250,
10 %(v/v) Essigsäure,
50 %(v/v) Ethanol
Entfärbelösung 10 %(v/v) Essigsäure
Das diskontinuierliche Polyacrylamidgel wurde hergestellt, indem ein 15 %-iges Trenngel mit
einem 4 %-igen Sammelgel (siehe Tab. 3.6) in einem Gel-Gießsystem überschichtet wurde.
Durch die Verwendung eines Gelkamms wurden Probenkammern für die Proteinlösungen
geformt. Das erhaltene Gel wurde in eine Elektrophoresekammer (MiniPROTEAN®
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Bio-Rad, Hercules, USA) eingesetzt und mit Laufpuffer befüllt. Je nach Konzentration
der Proben wurden 1-3 µL Proteinlösung mit 7-10 µL 4x SDS-Probenpuffer gemischt
und in die vorgeformten Sammelgeltaschen aufgetragen. Zusätzlich wurde eine Geltasche
mit 10 µL von dem SigmaMarkerTM (low range, MW 6.500-66.000 Da, Sigma-Aldrich,
Taufkirchen, Deutschland) als Referenz befüllt. Die Gelelektrophorese wurde zunächst bei
einer Stromstärke von 25 mA gestartet, welche anschließend auf etwa 60 mA erhöht wurde,
wenn die durch Bromphenolblau gefärbten Proteinproben am Trenngel angekommen sind.
Sobald die Lauffront das untere Ende des Gels erreicht hatte, wurde die Elektrophorese
beendet. Das Gel wurde daraufhin in der Färbelösung erhitzt und auf einer Schüttelplatte
für ca. 30 min inkubiert. Anschließend wurde das Gel wiederholt in der Entfärbelösung
erhitzt und inkubiert, bis die unspezifische Hintergrundfärbung weitestgehend entfernt
war.
Tab. 3.6: Zusammensetzung der Gele für die SDS-PAGE.
Trenngel (15 %) Sammelgel (4 %)
Acrylamid-Bisacrylamid (29:1) (40 %(w/v)) 2,8 mL 250 µL
Trenngelpuffer (4x) 1,9 mL -
Sammelgelpuffer (4x) - 625 µL
dest. H2O 2,9 mL 1,63 mL
APS (10 %(w/v)) 60 µL 100 µL
TEMED 6 µL 7 µL
3.2.5.3 MALDI-Tof-Massenspektrometrie
Die matrixunterstützte Laser-Desorption-Ionisation mit einer Flugzeitmassenspektrometer-
Detektion (MALDI-Tof) bietet eine schnelle und hochempfindliche Methode zur Bestim-
mung von Molmassen ionisierter Biomoleküle, wie z.B. Proteinen. Hierbei werden die
Proteine zunächst mit einer bei der verwendeten Laserwellenlänge absorbierenden Matrix
kokristallisiert. Die matrixunterstützte Probe wird unter Hochvakuum mit einem kurzwelli-
gen Laserimpuls beschossen, sodass das Protein zusammen mit der Matrix desorbiert und
ionisiert wird. Die entstandenen Ionen werden in einem elektrischen Feld beschleunigt und
im feldfreien Flugrohr nach dem Ladungs-Masse-Verhältnis getrennt. Durch die Messung
der Flugzeit der Analytmoleküle bei bekannter Beschleunigungsspannung und Flugstrecke
kann das Ladungs-Masse-Verhältnis ermittelt werden.
Diese massenspektrometrische Methode wurde verwendet, um die hergestellten Protei-
ne zu charakterisieren. Als Matrix wurde hier trans-3,5-Dimethoxy-4-hydroxyzimtsäure
(Sinapinsäure) (Sigma-Aldrich, Taufkirchen, Deutschland) eingesetzt. Zu Beginn wurde
eine gesättigte Matrixlösung in einem Acetonitril/0,1 %(v/v) TFA-Gemisch (1:2) angesetzt,
wobei die überschüssige Matrix durch Zentrifugieren sedimentiert wurde. 1 µL dieser ge-
sättigten Matrixlösung wurde mit je 1 µL der unterschiedlich verdünnten Proteinlösungen
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(1:10, 1:100, 1:1000) gemischt und auf die Metallprobenplatte (Bruker Daltonics, Bremen,
Deutschland) aufgetragen. Nachdem das Lösungsmittel verdampft und das Probengemisch
kristallisiert worden war, wurden die Messungen am Massenspektrometer (UltrafleXtreme,
Bruker Daltonics, Bremen, Deutschland) im positiven Ionendetektionsmodus durchgeführt.
Die Steuerung der massenspektrometrischen Messungen und die Analyse der erhaltenen
Daten erfolgte mithilfe der Software flexControl (Bruker Daltonics, Bremen, Deutschland).
3.3 Ergebnisse & Diskussion
3.3.1 Expression und Reinigung von K-Ras4B∆15-Mesna
Zur Herstellung eines funktionalen und posttranslational modifizierten K-Ras-4B-Proteins
hat sich eine Kombination aus EPL und Synthese eines Lipopeptids als geeignet erwie-
sen (siehe Abb. 3.2).[120] Dabei reagiert das rekombinante Protein, das einen reaktiven
C -terminalen Thioester enthält, mit dem N -terminalen Cys des synthetisierten Lipo-
peptids unter Ausbildung einer nativen Amidbindung. Um den benötigten, verkürzten
K-Ras4B∆15-Thioester zu erhalten, wurde das Gen für die ersten 174 AS des huma-
nen K-Ras4B-Proteins in den pTWIN2-Vektor kloniert. Dadurch wurde das verkürzte
K-Ras4B∆15-Protein als Fusionsprotein mit einer Inteindomäne und CBD am C -Terminus
exprimiert. Die Reinigung des rekombinanten Fusionsproteins erfolgte über die Chitin-
Affinitätschromatographie, wobei die Elution des Proteins durch Thiolyse mittels Mesna
induziert wurde (siehe Abschnitt 3.2.2). Wie im Abschnitt 3.1 erläutert, wird diese
Spaltung durch die selbst-spleißende Aktivität der Inteindomäne ermöglicht.
Die Expression und Reinigung des verkürzten K-Ras4B∆15-Thioesters wurde in Zusam-
menarbeit mit Frau Simone Möbitz (Technische Assistentin am Lehrstuhl Physikalische
Chemie I, TU Dortmund) durchgeführt. Pro Liter Zellsuspensionsvolumen wurden im
Durchschnitt etwa 22 mg des K-Ras4B∆15-Proteins erhalten. Das isolierte Protein wur-
de schließlich mittels SDS-PAGE und MALDI-Tof charakterisiert (siehe Abb. 3.3). Das
Coomassie-Blau gefärbte SDS-PAGE-Gelbild und die massenspektrometrische Analyse
deuten auf eine erfolgreiche Proteinexpression- und reinigung hin. Die durch MALDI-Tof
ermittelte Proteinmasse von 19721 g/mol weist eine Differenz von -168 g/mol von der
berechneten Molmasse des K-Ras4B∆15-Proteins auf. Bei der Messung wurde kein Peptid-
oder Proteinstandard zur Kalibrierung verwendet, was die Abweichung der gemessenen
Werte von weniger als 1 % erklären kann.
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Abb. 3.2: Semisynthese eines posttranslational modifizierten und fluoreszenzmarkierten K-Ras4B-
Proteins. Das rekombinante K-Ras4B-Protein, fusioniert mit einer Intein- und CBD-Domäne, wird
über eine Chitinsäule gereinigt. Durch das thiolinduzierte Inteinspleißen wird ein reaktiver Thioester
am C -Terminus des rekombinanten Proteins erzeugt, der mit dem N -terminalen Cys eines synthetisch
hergestellten Peptids umgesetzt wird. Vor der Ligation werden die Lys-Reste des rekombinaten Proteins
mit dem Fluoreszenzmarker BODIPY® FL modifiziert.
3.3.2 Fluoreszenzmarkierung von K-Ras4B∆15-Mesna
Fluoreszenzmikroskopische Untersuchungen von K-Ras4B erforderten die Einführung eines
Fluoreszenzmarkers, der kovalent an das Protein gebunden ist. Heutzutage stehen zahl-
reiche Methoden zur Modifikation von Proteinen mit kleinen organischen Fluorophoren
zur Verfügung, wobei sich diese in der Art der chemischen Bindung und dem Grad der
Spezifität unterscheiden. Bei der Fluoreszenzmarkierung werden häufig die reaktiven Lys-
Seitenketten adressiert, da diese in den meisten Proteinen enthalten sind. Zudem sind die
Lys-Reste aufgrund ihrer positiven Ladung vorwiegend an der Proteinoberfläche exponiert,
wodurch sie leicht zugänglich für die Kopplungsreaktion sind.
Die primären Aminogruppen der Lys-Seitenketten sind bei physiologischem pH protoniert,
können aber bei einem pH ≥ 8 als Nukleophile mit aktivestermodifizierten Fluorophoren
– 36 –
3.3 Ergebnisse & Diskussion
















































K-Ras4B 15 - BODIPYD
K-Ras4B - BODIPY
Fluoreszenz Coomassie











Abb. 3.3: Charakterisierung des isolierten K-Ras4B∆15-Proteins nach der Expression (1) und nach
der Fluoreszenzmarkierung mit BODIPY (2) sowie des K-Ras4B-Proteins nach der Ligation mit dem
farnesylierten und carboxymethylierten K-Ras4B-Dodecapeptid (3). Fluoreszenzaufnahme des SDS-PAGE-
Gels bei einer Anregungswellenlänge von 488 nm sowie eine Aufnahme des SDS-PAGE-Gels nach der
Coomassie-Blau-Färbung. Als Marker (M) wurde der SigmaMarkerTM (low range) verwendet (oben). Mas-
senspektrometrische Analyse mittels MALDI-Tof für das K-Ras4B∆15-Mesna vor (Mtheo = 19888 g/mol)
und nach der Fluoreszenzmarkierung mit BODIPY (Mtheo = 20163 g/mol) sowie für das Kupplungsprodukt
nach der Ligation (Mtheo = 21637 g/mol) (unten).
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reagieren. Aktivester, wie z.B. N -Hydroxysuccinimidester (NHS-Ester), ermöglichen die
Kopplung des fluoreszierenden Farbstoffs an die ε-Aminogruppen der exponierten Lys-Reste
unter Ausbildung einer stabilen Amidbindung ohne den Einsatz weiterer Kopplungsreagen-
zien. Aminhaltige Puffer, wie TRIS, und ein zu hoher pH-Wert führen zu unerwünschten
Nebenreaktionen bzw. erhöhen die Neigung des NHS-Esters zur Hydrolyse.[123] Daher wurde
K-Ras4B∆15-Mesna in einem aminfreien NaHCO3-Puffer bei pH = 8,5 mit zehn Äquivalen-
ten an BODIPY-NHS-Ester für mindestens 4 h bei 4 °C umgesetzt (siehe Abschnitt 3.2.3).
Nachdem überschüssiger Farbstoff durch Gelfiltration entfernt worden war, wurde das
isolierte Protein über SDS-PAGE und MALDI-Tof charakterisiert. Aufgrund der geringen
Molmassenzunahme bei der Kopplung eines BODIPY-Moleküls (∆Mtheo = 274 g/mol)
kann kein eindeutiger Unterschied in der Lage der Proteinbanden vor (1) und nach der Fluo-
reszenzmarkierung (2) im SDS-PAGE-Gelbild beobachtet werden (siehe Abb. 3.3). Eine
Fluoreszenzaufnahme dieses Gels bei einer Anregungswellenlänge von 488 nm zeigt jedoch
deutlich eine fluoreszierende Proteinbande (2) bei etwa 20 kDa, was auf eine erfolgreiche
Fluoreszenzmarkierung des K-Ras4B∆15-Proteins hindeutet. Die massenspektrometrisch
bestimmte Molmassenzunahme von 278 g/mol bestätigt, dass ein BODIPY-Molekül kova-
lent an das Protein gebunden hat. Das MALDI-Tof-Spektrum des K-Ras4B-Proteins nach
der BODIPY-Kopplung weist jedoch zusätzlich eine Schulter bei 19721 g/mol auf, was auf
eine unvollständige Kopplungsreaktion hinweist. Trotz des zehnfachen Überschusses an
BODIPY und einer Inkubationszeit von 4 h konnte im Durchschnitt nur ein Markierungs-
grad von 20-30 % (siehe Gl. 3.1) erreicht werden.
Weitere Fluoreszenzmarkierungen von K-Ras4B erfolgten unter Verwendung von 1,5 Äquiva-
lenten eines Maleimid-funktionalisierten Fluorophors, da die Reaktionszeit auf 1 h reduziert
und der Markierungsgrad auf 50-70 % erhöht werden konnte (siehe Abb. A.2). Die Maleimid-
Gruppe ermöglicht unter milden Bedingungen eine sehr selektive und schnelle Reaktion
(Michael-Addition) mit den Thiolgruppen der Cys-Seitenketten in Proteinen.[124]
3.3.3 Ligation des K-Ras4B∆15-Proteins mit dem C -terminalen K-Ras4B-
Dodecapeptid
Nach der erfolgreichen Modifikation des K-Ras4B∆15-Thioesters mit BODIPY wurden
die fehlenden C -terminalen AS, wie in Abbildung 3.1 (rechts) dargestellt, an das Protein
gebunden, um ein farnesyliertes und carboxymethyliertes K-Ras4B-Protein zu erhalten. Da
diesem Protein außer dem farnesylierten Cys weitere für die Kopplungsreaktion benötigte
Cys-Reste in der C -terminalen Sequenz fehlten, wurde ein zusätzliches Cys zwischen
Gly174 und Lys175 eingeführt.
Vor der Kopplung musste das StBu-geschützte Cys am N -Terminus des K-Ras4B-Dodecapeptids
zunächst reduktiv mit TCEP gespalten werden. Anschließend wurden vier Äquivalente des
entschützten Peptids mit K-Ras4B∆15-Mesna für 3 h bei 4 °C umgesetzt (siehe Abschnitt
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3.2.4). Während das überschüssige Peptid mittels Dialyse abgetrennt wurde, konnte das
nicht umgesetzte Protein mithilfe der Kationenaustauschchromatographie entfernt werden,
da der isoelektrische Punkt (pI) des Proteins nach der Ligation mit dem poylbasischen
K-Ras4B-Peptid deutlich von 5,3 auf 8,2 erhöht wird. Die Bande (3) bei etwa 21 kDa im
SDS-PAGE-Gel (siehe Abb. 3.3) weist auf eine erfolgreiche Ligation hin. Die für das Kopp-
lungsprodukt erwartete Zunahme des Molekulargewichts von 1638 g/mol kann eindeutig
im Massenspektrum beobachtet werden (∆Mtheo = 1635 g/mol). Das posttranslational
modifizierte und fluoreszenzmarkierte K-Ras4B-Protein konnte in hoher Reinheit mit einer
Ausbeute von 25 % über beide Reaktionsschritte bezogen auf die eingesetzte Menge des
K-Ras4B∆15-Proteins isoliert werden.
3.4 Zusammenfassung
Biophysikalische Untersuchungen zu Ras-Membran-Interaktionen erfordern präparative
Mengen an lipidierten Ras-Proteinen. Hier wurde ein bekannter semisynthetischer An-
satz gewählt, um das benötigte BODIPY-markierte, carboxymethylierte und farnesylierte
K-Ras4B-Protein herzustellen.[120] Die Expression des K-Ras4B∆15-Proteins als Fusi-
onsprotein mit einer Intein- und CBD-Domäne am C -Terminus erfolgte rekombinant in
E. coli sodass für die Reinigung des Proteins eine Chitinsäule verwendet werden konnte.
Durch die Zugabe einer frischen Mesna-Lösung wurde das K-Ras4B∆15-Protein mit ei-
nem C -terminalen Thioester von der Säule eluiert. Anschließend konnten die exponierten
Lys-Seitenketten dieses Proteins erfolgreich mit BODIPY modifiziert werden. Daraufhin
wurde die Ligation des Protein-Thioester mit dem carboxymethylierten und farnesylierten
K-Ras4B-Dodecapeptid, das ein N -terminales Cys besitzt, durchgeführt. Die EPL unter
Verwendung des synthetischen Lipopeptids stellte eine effiziente Methode, um das post-








Obwohl die verschiedenen Ras-Isoformen in vitro teilweise mit den gleichen Effektorpro-
teinen interagieren, generieren sie unterschiedliche Signalantworten in Zellen. Es wird
vermutet, dass die stark divergente, lipidmodifizierte, C -terminale HVR dieser Proteine
vorwiegend für diese Unterschiede verantwortlich ist. Das isoformspezifische Lipidierungs-
muster in der HVR steuert die subzelluläre Verteilung der Ras-Proteine. In den verschie-
denen zellulären Kompartimenten variiert die relative Häufigkeit und lokale Konzentration
der Regulator- und Effektorproteine, was die Signalgebung der Ras-Isoformen maßgeblich
beeinflusst.[68,108] Die Aufenthaltszeit der Ras-Proteine in den verschiedenen Membran-
kompartimenten kann ebenfalls zu den isoformspezifischen Signalantworten in der Zelle
beitragen.[126] Wie in Abschnitt 1.2.4 diskutiert, wird die Membranbindung lipidierter
Proteine durch verschiedene Mechanismen reguliert.
Vorwiegend findet die Ras-vermittelte Signalweiterleitung jedoch an der Plasmamembran
statt. Wie in Abschnitt 1.1 erläutert, organisieren sich die Komponenten der Plasma-
membran in diskrete Subdomänen, wie z.B. den raft-Domänen, denen eine wichtige Rolle
als Plattform für Signalproteine in der intrazellulären Signaltransduktion zugeschrieben
wird. Es wurde gezeigt, dass die unterschiedlichen Lipidmodifikationen sowie das in der
G-Domäne gebundene Nukleotid (GDP/GTP) einen großen Einfluss auf die Lokalisation
der Ras-Proteine in den Subdomänen der Plasmamembran haben.[68] Darüber hinaus
kann sich die Orientierung der katalytischen G-Domäne an der Membrangrenzfläche durch
die Bindung des Nukleotids ändern, wodurch Bindungsstellen für gewisse Effektor- und
∗Die Ergebnisse dieser Studie wurden in der Ref. [125] veröffentlicht und werden in diesem Kapitel
teilweise wiedergegeben. Adapted from Ref. [125] with permission from the PCCP Owner Societies.
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Regulatorproteine freigelegt oder verborgen werden können.[66,127,128] Zudem wurde in
den letzten Jahren berichtet, dass sich die Ras-Isoformen aufgrund ihrer divergenten
HVR zu unterschiedlichen proteinangereicherten Domänen, sogenannten Nanoclustern, an
der Plasmamembran zusammenlagern.[129,130] Dies kann ebenfalls zur isoformspezifischen
Signalantwort in der Zelle beitragen, da diese transienten und räumlich abgegrenzten
Nanocluster wichtige Plattformen darstellen, die für die Rekrutierung und Aktivierung
von Effektorproteinen verantwortlich sein könnten.[130] Kürzlich wurde gezeigt, dass spezifi-
sche Lipide entscheidend für die Bildung, Stabilität und Dynamik dieser Ras-Nanocluster
sind.[131] Dies führt zu der Annahme, dass die Lipidzusammensetzung der Plasmamembran
einen ausschlaggebenden Effekt auf die laterale Organisation und somit auf die Funktion
der Ras-Proteine hat. Während die Auswirkungen der unterschiedlichen Lipidierungsmus-
ter der Ras-Proteine auf die Membranbindung in den letzten Jahren intensiv untersucht
wurden,[132–134] ist der Effekt der Membranzusammensetzung auf die Verteilung dieser
lipidierten Proteine sowie deren laterale Organisation in den Subdomänen der Plasma-
membran weitestgehend unbekannt.
Aus diesem Grund wurden im Rahmen dieser Arbeit die Wechselwirkungen zwischen
Membransystemen unterschiedlicher Zusammensetzung sowie Komplexität und den beiden
lipidierten Proteinen N-Ras und K-Ras4B, die in vielen Zelltypen häufiger exprimiert
werden als H-Ras,[72,135] untersucht. Um zusätzlich den Einfluss des in der G-Domäne
gebundenen Nukleotids auf die Membraninteraktionen zu untersuchen, wurden beide
Ras-Proteine sowohl in der inaktiven GDP-gebundenen Form als auch in der aktiven
GTP-gebundenen Form eingesetzt. In Kombination mit früheren Studien kann mit diesen
Untersuchungen ein allgemeiner molekularer Mechanismus für die laterale Segregation
lipidierter Proteine und deren Bildung von Nanoclustern an Membranen vorgeschlagen
werden, der zum besseren Verständnis der funktionellen Diversität der Ras-Isoformen
beitragen kann.
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4.2.1 Material
Alle verwendeten Chemikalien und Lipide für die Untersuchungen der lipidierten Ras-
Proteine in Membranen unterschiedlicher Zusammensetzung sind in Tabelle 4.1 aufgelistet.
Tab. 4.1: Bezugsquellen der Chemikalien und Lipide für die Untersuchungen der lipidierten
Ras-Proteine in Membranen unterschiedlicher Zusammensetzung.
Chemikalien und Lipide Bezugsquelle
CaCl2 Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Chloroform Merck Millipore (Darmstadt, Deutschland)
Cholesterol Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
DOPC (1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-phosphocholin) Avanti Polar Lipids (Alabaster, USA)
DOPS (1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-phospho-L-serin) Avanti Polar Lipids (Alabaster, USA)
DPPC (1,2-Dipalmitoyl-sn-glycero-3-phosphocholin) Avanti Polar Lipids (Alabaster, USA)
DPPS (1,2-Dipalmitoyl-sn-glycero-3-phospho-L-serin) Avanti Polar Lipids (Alabaster, USA)
DTT (1,4-Dithiothreitol) Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Fetales Kälberserum (FBS, GibcoTM) Thermo Fisher Scientific (Waltham, USA)
Formaldehyd Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
HEPES Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
KCl Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Methanol Merck Millipore (Darmstadt, Deutschland)
MEM (+ 2 mM L-Glutamin, GibcoTM) Thermo Fisher Scientific (Waltham, USA)
MEM (ohne L-Glutamin, GibcoTM) Thermo Fisher Scientific (Waltham, USA)
MgCl2 Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
N -Rh-DHPE (N -(LissamineTM Rhodamin B
sulfonyl)-1,2-dihexadecanoyl-sn-glycero-
3-phosphoethanolamin)
Thermo Fisher Scientific (Waltham, USA)
NaCl Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
NaH2PO4 Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Na2HPO4 Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Penicillin AppliChem (Darmstadt, Deutschland)
Perchlorsäure Carl Roth (Karlsruhe, Deutschland)
Streptomycin AppliChem (Darmstadt, Deutschland)
TRIS Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Trypsin/EDTA-Lösung Thermo Fisher Scientific (Waltham, USA)
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4.2.2 Kultivierung der eukaryotischen Zelllinie RBL-2H3
Für die Isolierung der riesigen Plasmamembranvesikel (giant plasma membrane vesicles,
GPMVs) wurde die Zelllinie RBL-2H3 (DSMZ Nr.: ACC 312, Leibniz-Institut DSMZ-
Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und Zellkulturen GmbH) verwendet. Bei dieser
Zelllinie handelt es sich um adhärente Zellen, die sowohl Eigenschaften von basophilen als
auch von Mastzellen aufweisen. Isoliert wurde diese Subzelllinie aus RBL-1-Zellen, die in
basophilen Tumorzellen der Wistar-Ratte gefunden wurden.[136,137]
Die Zellkulturarbeiten wurden unter einer Sterilwerkbank (MSC-Advantage, Thermo Fisher
Scientific, Waltham, USA) durchgeführt. Hierbei wurden ausschließlich sterile Medien,
Puffer und Reagenzlösungen (siehe Tab. 4.2) sowie Materialien und Geräte verwendet.




500 mL MEM (+ 2 mM L-Glutamin),




500 mL MEM (ohne L-Glutamin),













100 mL GPMV-Puffer (pH = 7,4),
25 mM Formaldehyd,
3 mM DTT
Die Kultivierung der Zellen erfolgte gemäß einem bekannten Protokoll[138] in 25 mL
MEM(+Gln)-Medium in einer 75 cm2-Zellkulturflasche (cell culture flask, tissue-culture
treated polystyrene, canted neck, plug-seal cap, BD FalconTM) bei 37 °C und einem CO2-
Gehalt von 5 % in einem Inkubationsschrank (HERAcell 150, Thermo Fisher Scientific,
Waltham, USA). Zweimal wöchentlich wurden die adhärenten Zellen bei einer Konfluenz von
80 % mithilfe einer 0,05 %-igen Trypsin/EDTA-Lösung passagiert. Hierfür wurde zunächst
das alte Medium abgenommen, die am Flaschenboden haftenden Zellen zweimal mit je
10 mL PBS gewaschen und anschließend mit 3 mL Trypsin/EDTA-Lösung überschichtet.
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Nach einer Inkubationszeit von 5 min wurden die Zellen von der Zellkulturflasche gelöst
und mit einer Aussaatdichte von 0,375 ·106 bzw. 0,75 ·106 Zellen in 25 mL frischem Medium
pro 75 cm2-Kulturflasche für drei bzw. vier Tage inkubiert.
Zur Kontrolle des Zellwachstums sowie zur optischen Bestimmung der Konfluenz und
der Zellzahl mittels der Neubauer-Zählkammer wurde ein Phasenkontrastmikroskop
verwendet. Hierfür wurden die Zellen direkt in der Zellkulturflasche bzw. in der Neubauer-
Zählkammer beobachtet.
4.2.3 Isolierung der GPMVs
Die Herstellung der GPMVs erfolgte wie von Seeliger et al. beschrieben.[138] Hierbei
wurden die RBL-2H3-Zellen zunächst drei Tage unter den in Abschnitt 4.2.2 beschriebenen
Bedingungen kultiviert und anschließend mit einer höheren Aussaatdichte von etwa 106
Zellen pro 75 cm2-Kulturflasche in 25 mL frischem MEM(−Gln)-Medium für fünf Tage bei
37 °C und 5 % CO2 inkubiert. Nachdem das alte Medium entfernt worden war, wurden
die Zellen zweimal mit jeweils 15 mL GPMV-Puffer gewaschen. Nach Zugabe von 3 mL
GPMV-Reagenz wurden die Zellen für 1 h bei 37 °C unter Schütteln bei 60 rpm inkubiert.
Für die Herstellung des GPMV-Reagenzes wurde Paraformaldehyd durch Erhitzen im
GPMV-Puffer gelöst, wobei dieser zu Formaldehyd depolymerisierte. Der Überstand in
der Zellkulturflasche, der nun die von der Zellmembran abgeschnürten GPMVs enthielt,
wurde abgenommen und bei 4 °C über Nacht gelagert. Für die fluoreszenzmikroskopischen
Messungen wurden die unteren 20 % der Lösung, die die sedimentierten GPMVs enthielten,
verwendet.
4.2.4 Lipidextraktion
Die Extraktion der GPMV-Lipide erfolgte gemäß der von Bligh und Dyer beschriebenen
Methode, bei der die Lipide unter Verwendung einer Chloroform/Methanol-Mischung
extrahiert werden.[139] Zu diesem Zweck wurde die wässrige Vesikelsuspension unmittelbar
nach der Isolation der GPMVs mit Chloroform und Methanol in einem Volumenverhältnis
von 0,8:1:2 gemischt, sodass ein Einphasensystem entstand, in dem sowohl die Lipide als
auch die anderen zellulären Komponenten eine hohe Löslichkeit besaßen. Diese Mischung
wurde in einen 500 mL Scheidetrichter überführt und gut geschüttelt. Anschließend wurden
jeweils eine Volumeneinheit Chloroform und Milli-Q-H2O hinzugefügt. Nach erneutem
Schütteln trennten sich die wässrige und organische Phase. Die wässrige Phase wurde weitere
zweimal mit je einer Volumeneinheit Chloroform extrahiert. Die vereinigten Chloroform-
Phasen wurden daraufhin mit 0,4 Volumeneinheiten einer 1 M KCl-Lösung und anschließend
mit 0,4 Volumeneinheiten Milli-Q-H2O gewaschen. Mithilfe eines Rotationsverdampfers
wurde der Großteil des Chloroforms entfernt. Das restliche Lösungsmittel wurde zunächst
– 45 –
4 Ras-Proteine in Membranen unterschiedlicher Zusammensetzung
unter einem Stickstoffstrom verdampft und anschließend über Nacht im Vakuum entfernt.
Die trockenen Lipide wurden bis zur weiteren Verwendung bei −20 °C gelagert.
4.2.5 Bestimmung der Phospholipidkonzentration
Zur Quantifizierung der Phospholipide wurde ein modifizierter Bartlett-Assay verwendet,
bei dem die Stoffmenge von anorganischem Phosphat kolorimetrisch bestimmt wird.[140]
Hierfür wurden die trockenen Lipide zunächst in 1 mL Chloroform gelöst. Von dieser Lösung
wurden jeweils 50 und 100 µL in ein 8 mL Glasgefäß aliquotiert. Das Lösungsmittel wurde
zunächst durch einen Stickstoffstrom und anschließend für mindestens 2 h unter Vakuum
entfernt. Dann wurden 75 µL H2O sowohl zu den trockenen Lipidproben unbekannter Phos-
pholipidmenge als auch zu den Standard-Phosphatlösungen (Sigma-Aldrich, Taufkirchen,
Deutschland) mit den Stoffmengen 20, 40, 60, 80 und 100 nmol hinzugegeben. Zusätzlich
wurde eine Referenz hergestellt, die keine Lipide enthielt, dessen Absorptionsspektrum
zur Hintergrundkorrektur von allen anderen Spektren abgezogen wurde. Da bei diesem
kolorimetrischen Assay nur frei in Lösung vorliegende Phosphorsäure detektiert werden
kann, mussten die Phosphorsäureesterbindungen in den Lipiden vor der Messung oxidativ
mit Perchlorsäure gespalten werden. Dafür wurden 400 µL einer 70 %-igen Perchlorsäure-
Lösung zu allen Proben einschließlich der Referenz pipettiert und für mindestens 1,5 h auf
über 200 °C erhitzt. Nachdem die Proben abgekühlt waren, wurden jeweils 2,4 mL einer
0,44 %(w/v)-igen (NH4)6Mo7O24·4 H2O-Lösung (Sigma-Aldrich, Taufkirchen, Deutschland)
und einer 2,5 %(w/v)-igen Fiske-Subbarow-Reduktionsreagenz-Lösung (Sigma-Aldrich,
Taufkirchen, Deutschland) hinzugegeben und gemischt. Die Proben wurden daraufhin für
genau 10 min in siedendes Wasser gestellt und unmittelbar danach auf Eis abgekühlt. Da-
durch bildet das freie Phosphat einen Molybdänblau-Komplex, der UV/Vis-spektroskopisch
bei 820 nm detektiert werden kann. Da die Absorption des entstandenen, blauen Kom-
plexes proportional zur Menge des freien Phosphats ist, kann hieraus die Stoffmenge und
schließlich die Konzentration der Phospholipide bestimmt werden. Zur Quantifizierung
wurde eine Kalibrierkurve mit Phosphatlösungen bekannter Stoffmengen erstellt (siehe
Abb. A.3):
A820 = 0,00571 · n(PO3−4 )− 0,007. (4.1)
Die Absorptionsmessungen mit den Standard-Phosphatlösungen sowie die Erstellung der
daraus resultierenden Kalibriergeraden (siehe Abb. A.3) erfolgten bereits im Rahmen der
Masterarbeit (Ref. [141]). Die Absorptionsmessungen wurden am UV/Vis-Spektrometer
(Lambda 25, Perkin Elmer) durchgeführt und die Auswertung der Daten erfolgte unter
Verwendung des Programms Origin (OriginLab, Northampton, USA).
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4.2.6 Vesikelpräparation
4.2.6.1 Elektroformation
Die in Pulverform erhaltenen Lipide wurden zunächst in einer Konzentration von 10 mg/mL
in Chloroform gelöst. Diese Stammlösungen wurden schließlich verwendet, um die Lipid-
mischung DOPC/DOPS/DPPC/DPPS/Chol (20:5:45:5:25 mol%) herzustellen. Zu der
Lipidmischung wurden 0,2 mol% N -Rh-DHPE (c = 100 µM in MeOH) gegeben. Die
riesigen unilamellaren Vesikel (giant unilamellar vesicles, GUVs) wurden mittels Elek-
troformation hergestellt.[142] Hierfür wurde zunächst ein dünner homogener Lipidfilm
auf optisch transparenten und elektrisch leitfähigen, Indiumzinnoxid (indium tin oxide,
ITO)-beschichteten Deckgläser (22x22 mm, 100 Ω, SPI Supplies, West Chester, USA) auf-
gebracht, indem 20 µL der in Chloroform gelösten Lipidmischung mit einer Konzentration
von 1-2 mg/mL über die Rotationsbeschichtung bei 800 rpm für 1 min auf einem ITO-
Deckglas gespreitet wurden. Um das organische Lösungsmittel vollständig zu entfernen,
wurden die lipidbeschichteten ITO-Deckgläser für mindestens 2 h im Vakuum getrocknet.
Anschließend wurde je ein lipidbeschichtetes und ein lipidfreies ITO-Deckglas einseitig
mit einem dünnen Streifen selbstklebender Kupferfolie (SPI Supplies, West Chester, USA)
versehen und zum Verschließen der Probenkammer des Typs RC-21B (V = 358 µL,
Warner Instruments, Hamden, USA) verwendet, wobei zur Abdichtung Vakuumfett benutzt
wurde. Zum Befüllen der Kammer wurden kurze Polyethylenschläuche (PE-160, Warner
Instruments, Hamden, USA) in die seitlichen Öffnungen eingeführt. Unter Verwendung
eines Durchfluss-Temperierelements wurde diese Probenkammer mit den aufliegenden
ITO-Deckgläsern an der zugehörigen Plattform P-2 (Warner Instruments, Hamden, USA)
befestigt. Der sich in der Probenkammer befindende Lipidfilm wurde mit Puffer (20 mM
TRIS (pH = 7,4), MgCl2) hydratisiert. Über die aus der Kammer ragende Kupferfolie
konnte mithilfe eines Funktionsgenerators (TG315, Thurlby Thandar Instruments, Hun-
tingdon, UK) eine sinusförmige Wechselspannung mit einer Frequenz von 500 Hz angelegt
werden, wobei die Spannung wie folgt variiert wurde: 140 mV für 5 min, 1,25 V für 20 min,
3,5 V für 90 min. Während der gesamten Elektroformation wurde die Temperatur der
Probenkammer mit ≥ 65 °C oberhalb der Phasenübergangstemperatur der verwendeten
Lipidmischungen gehalten. Nach der Elektroformation wurde die Probenkammer langsam
(1 °C/min) auf Raumtemperatur abgekühlt und direkt zum Mikroskopieren verwendet.
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4.2.6.2 Milde Hydratation
Die GUVs aus den extrahierten Lipiden der GPMVs wurden mithilfe der milden Hydrata-
tion/natürlichen Quellung hergestellt.[143] Hierfür wurden ähnlich wie bei der Elektroforma-
tionsmethode zunächst 20 µL der in Chloroform gelösten Lipidextrakte (c = 1-2 mg/mL)
durch die Rotationsbeschichtung bei 800 rpm für 1 min auf einem Deckglas (22x22 mm)
gespreitet. Nachdem das restliche organische Lösungsmittel für mindestens 2 h unter
Vakuum entfernt worden war, wurden die Deckgläser wie bei der Elektroformation an die
Probenkammer des Typs RC-21B (V = 358 µL, Warner Instruments, Hamden, USA)
gelegt, die mit kurzen Polyethylenschläuchen (PE-160, Warner Instruments, Hamden,
USA) versehen wurde. Mithilfe eines Durchfluss-Temperierelements wurde diese Proben-
kammer an der zugehörigen Plattform P-2 (Warner Instruments, Hamden, USA) befestigt.
Der in die Probenkammer gerichtete Lipidfilm wurde 30 min vorhydratisiert, indem ein
wassergesättigter Stickstoffstrom durch die Probenkammer geleitet wurde. Dadurch können
sich die einzelnen Lipidschichten des Lipidfilms separieren, wodurch die anschließende Ve-
sikelbildung erleichtert wird.[143] Die Probenkammer wurde daraufhin mit 10 mM HEPES
(pH = 7,4) gefüllt und über Nacht bei ≥ 65 °C inkubiert. Nachdem die Probenkammer
langsam abgekühlt worden war, konnten die erhaltenen GUVs direkt in dieser Kammer
mikroskopisch beobachtet werden.
4.2.7 Phasenkontrastmikroskopie
Für die phasenkontrastmikroskopischen Messungen wurde das inverse Mikroskop des
Modells Eclipse TE2000-U (Nikon, Tokio, Japan) verwendet, das entweder mit einem
Phasenkontrastobjektiv des Typs CFI Plan Fluor ELWD (Extra Long Working Distance)
20× (NA 0,45, Phasenblende Ph1, Phasenring DM (Dark Medium), WD (Working Distance)
7,4 mm, Nikon, Tokio, Japan) oder des Typs CFI 10× (NA 0,25, Phasenblende Ph1,
Phasenring ADL (Apodized Dark Low), WD 6,2 mm, Nikon, Tokio, Japan) ausgestattet
war. Für die mikroskopischen Aufnahmen der Zellen wurde die Kamera Digital Sight
DS-5Mc (Nikon, Tokio, Japan) eingesetzt, die über den Kameracontroller Digital Sight
DS-U1 (Nikon, Tokio, Japan) mit einem Computer verbunden war und mit der Software
ACT-2U (Nikon, Tokio, Japan) gesteuert wurde. Die Korrektur des Hintergrundes und
eine Kontrasterhöhung der Bilder erfolgten unter Verwendung der Software ImageJ.[144]
– 48 –
4.3 Ergebnisse & Diskussion
4.2.8 Konfokale Fluoreszenzmikroskopie
Die proteinhaltigen GPMVs (∼ 100 µM) wurden vor Beginn der fluoreszenzmikroskopi-
schen Messungen für 30 min bei Raumtemperatur mit 0,2 mol% N -Rh-DHPE (c = 100 µM
in MeOH) inkubiert. Unmittelbar nachdem das entsprechende BODIPY-markierte Ras-
Protein (c = 2 µM) zu den Vesikeln gegeben worden war, wurde das Gemisch in eine
geschlossene Probenkammer des Typs RC-20 (V = 36 µL, Warner Instruments, Hamden,
USA), die zwei Deckgläser (∅ = 15 mm) enthielt und auf der zugehörigen Plattform P-5
(Warner Instrumentes, Hamden, USA) befestigt war, injiziert. Diese Messungen erfolgten
zum Teil bereits im Rahmen der Masterarbeit (Ref. [141]).
Bei den Messungen mit den proteinfreien GUVs aus den GPMV-Lipidextrakten, die mittels
milder Hydratation in der Probenkammer des Typs RC-21B (siehe Abschnitt 4.2.6.2)
hergestellt wurden, wurden die BODIPY-markierten Ras-Proteine (c = 2 µM) vorsichtig
in die Kammer injiziert, ohne die gebildeten GUVs zu entfernen. Anschließend wurden
die fluoreszenzmikroskopischen Messungen direkt in dieser Kammer durchgeführt. Alle
Messungen erfolgten bei Raumtemperatur.
Für die fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen wurde das konfokale Laser-Scanning-
System MRC 1024 (Bio-Rad Laboratories), das an ein inverses Mikroskop des Modells
Eclipse TE-300DV (Nikon, Tokio, Japan) gekoppelt war, verwendet. Als Lichtquelle diente
ein KrAr-Laser (ALC 60WL, Dynamic Laser, Salt Lake City, USA), der die Fluoreszenz
bei 488 nm und 568 nm anregen kann. Das inverse Mikroskop wurde entweder mit einem
Objektiv des Typs CFI Plan Apo VC 60× WI (Water immersion, NA 1,2, WD 0,22
mm, Nikon, Tokio, Japan) oder des Typs CFI Plan Apo Lambda 100× Oil (NA 1,45,
WD 0,13 mm, Nikon, Tokio, Japan) genutzt. Die Fluoreszenzemission wurde in zwei
verschiedenen PMTs detektiert, denen jeweils der Emissionsfilter 522 nm/35 nm FWHM
(full width at half maximum) und 580 nm/32 nm FWHM vorgeschaltet war. Die Steue-
rung des konfokalen Fluoreszenzmikroskops und die Aufnahme der Bilder mit 512 × 512
Pixeln erfolgte mithilfe der Software LaserSharp2000 (Carl Zeiss, Oberkochen, Deutsch-
land). Das Programm ImageJ[144] wurde zur Bildbearbeitung (Hintergrundkorrektur und
Kontrasterhöhung) benutzt.
4.3 Ergebnisse & Diskussion
4.3.1 K-Ras4B in PS-haltigen Membranen
Wie in Abschnitt 1.2.1 beschrieben, wird durch die Insertion des Farnesylankers in die
Membran nicht ausreichend Gibbs-Energie freigesetzt, um K-Ras4B stabil in der Membran
zu verankern. Daher sind anionische Lipide erforderlich, die elektrostatische Interaktio-
nen mit der polybasischen Sequenz von K-Ras4B eingehen können. Da frühere Studien
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darauf hinwiesen, dass K-Ras4B keine spezifischen Bindungen mit einem der bekannten
negativ geladenen Phospholipide in der Plasmamembran eingeht,[145] wurden Membranin-
teraktionsstudien von K-Ras4B in vitro und in silico häufig mit Modellmembranen, die
PG-Lipide enthielten, durchgeführt.[127,134,146,147] Die zytosolische Seite der zellulären Plas-
mamembran enthält jedoch vorwiegend PS und PI (10-15 %) als monovalente anionische
Phospholipide (siehe Abschnitt 1.1.3).[29,145] Es wird vermutet, dass membrangebundene
K-Ras4B-Proteine wie andere lipidierte Proteine mit polybasischer Sequenz ein lokales,
positives Potential an der Plasmamembran induzieren können.[148] Durch einen effektiven
Lipidsortierungsmechanismus können schließlich multivalente anionische Lipide rekrutiert
werden, die zu einer höheren Ladungsdichte führen und die Bildung proteinangereicherter
Domänen begünstigen.[134] In vivo-Studien haben gezeigt, dass die Zusammensetzung der
Ras-Nanocluster die Rekrutierung von Effektorproteinen und folglich die Aktivierung der
Signalkaskaden reguliert. Dies könnte eine weitere Erklärung für die funktionelle Diversität
der Ras-Isoformen liefern.[130,131,149]
Um den Einfluss von PS auf die laterale Organisation von K-Ras4B und dessen Fähigkeit
zur Ausbildung von Proteinclustern zu erforschen, wurden fluoreszenzmikroskopische Inter-
aktionsstudien an Modellmembranen, die physiologisch relevante Mengen an PS enthalten,
durchgeführt. Hierfür wurden GUVs aus der Lipidmischung DOPC/DOPS/DPPC/DPPS/
Chol (20:5:45:5:25 mol%) hergestellt. Die ld-Phase dieser phasenseparierten GUVs wurde
mit dem fluoreszierenden Lipid N -Rh-DHPE sichtbar gemacht (siehe Abb. 4.1 B, D),
wohingegen die verwendeten K-Ras4B-Proteine zur Visualisierung mit BODIPY modi-
fiziert (siehe Abb. 4.1 A, C) waren. Das GDP-gebundene K-Ras4B-Protein wurde im
Rahmen dieser Arbeit (siehe Kapitel 3) synthetisiert, wohingegen das GTP-gebundene
K-Ras4B-Protein von der Arbeitsgruppe von Prof. Herbert Waldmann (MPI für molekulare
Physiologie, Dortmund) semisynthetisch gemäß bekannten Vorschriften[120,134] hergestellt
und zur Verfügung gestellt wurde. Anstelle des GTP enthielt das K-Ras4B-Protein jedoch
das nicht-hydrolysierbare GppNHp-Analogon, um den aktiven Zustand des K-Ras4B-
Proteins während der Messungen zu gewährleisten.
Unmittelbar nach Zugabe der K-Ras4B-Proteine zu den GUVs mit 10 mol% PS-Lipiden
konnte beobachtet werden, dass sich sowohl das inaktive als auch das aktive Protein
bevorzugt in der ld-Domäne der phasenseparierten GUVs aufhält (siehe Abb. 4.1). Au-
ßerdem ist in dieser Abbildung zu sehen, dass die Proteine unabhängig vom Nukleotid
homogen in der ld-Phase der PS-haltigen GUVs verteilt sind. Ein ähnliches Bindungs-
verhalten wurde für das aktive und inaktive K-Ras4B-Protein in PG-haltigen GUVs mit
ld/lo-Phasenkoexistenz beobachtet.[134] Eine mögliche Ursache für die bevorzugte Loka-
lisation von K-Ras4B in der ld-Phase der Lipidmembran ist der sterische Anspruch der
Farnesylgruppe, deren Einlagerung in die hoch geordneten Lipidphasen (lo) verhindert wird.
Dahingegen kann der Farnesylanker leichter in den weniger dicht gepackten und ungeordne-
teren Lipiddomänen (ld) aufgenommen werden. Dieses Bindungsverhalten wurde kürzlich
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Abb. 4.1: Konfokale Fluoreszenzmikroskopie-Bilder von BODIPY-markiertem K-Ras4B (GDP) (B)
und K-Ras4B (GTP) (D) (grün, c = 2 µM) in phasenseparierten GUVs (A,C), die sich aus den Lipiden
DOPC/DOPS/DPPC/DPPS/Chol (20:5:45:5:25 mol%) zusammensetzen. Die ld-Phase der GUVs ist mit
N -Rh-DHPE markiert (rot, 0,2 mol%). Der Maßstab beträgt 5 µm in allen Bildern. Adapted from: N.
Erwin, B. Sperlich, G. Garivet, H. Waldmann, K. Weise and R. Winter, Phys. Chem. Chem. Phys., 2016,
18, 8954 - Reproduced by permission of the PCCP Owner Societies.
für die HVR von K-Ras4B an Lipidmembranen unterschiedlicher Zusammensetzungen
mithilfe von Molekulardynamik (MD)-Simulationen im atomaren Maßstab bestätigt.[150]
In der Studie von Weise et. al wurden des Weiteren komplementäre hochauflösende
Rasterkraftmikroskopie (atomic force microscopy, AFM)-Experimente mit den phasense-
parierten, PG-enthaltenden Membranen durchgeführt. Diese Messungen zeigten, dass die
K-Ras4B-Proteine innerhalb der ld-Phase der PG-haltigen Lipiddoppelschicht spontan neue
proteinenthaltende Domänen bildeten, wobei die Clusterbildung für das aktive K-Ras4B
ausgeprägter war.[134]
Um den Effekt von PS auf die laterale Organisation und das Clusterverhalten der K-Ras4B-
Proteine genauer zu untersuchen, wurden AFM-Experimente in DOPC-Membranen mit
unterschiedlichen DOPS-Anteilen (0-10 mol%) durchgeführt (von Benjamin Sperlich, Dok-
torand am Lehrstuhl PC I, TU Dortmund). Die Ergebnisse zeigen, dass K-Ras4B (GDP)
unabhängig von der verwendeten PS-Menge Proteincluster im Nanometerbereich an der
Membranoberfläche bildet. Erstaunlicherweise konnten diese proteinenthaltenden Domänen
auch in reinen DOPC-Lipiddoppelschichten beobachtet werden,[125] was darauf hindeutet,
dass anionische Lipide für die Bildung stabiler Proteincluster nicht erforderlich sind. Dieses
Clusterverhalten wurde auch in früheren Studien für K-Ras4B in neutralen Membranen mit
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ld/lo-Phasenkoexistenz beobachtet.[134] Demzufolge wird die Bildung der K-Ras4B-Cluster
in der fluiden Phase der Membran nicht allein durch elektrostatische Wechselwirkungen
zwischen der polybasischen Sequenz und den anionischen Lipiden kontrolliert, sondern
wahrscheinlich auch durch Interaktionen mit der negativ geladenen Phosphatgruppe zwit-
terionischer Lipidkopfgruppen. Tatsächlich zeigten MD-Simulationsstudien, dass einige
Aminogruppen der Lys-Seitenketten in der K-Ras4B-HVR Wasserstoffbrückenbindungen
mit den PC-Kopfgruppen auch in Gegenwart anionischer Lipide ausbilden.[146] Zusam-
menfassend zeigen diese Ergebnisse eindeutig, dass anionische PS-Lipide keinen Einfluss
auf die charakteristische Clusterbildung von K-Ras4B und die laterale Segregation in
phasenseparierten Modellmembranen haben.
4.3.2 Ras-Proteine in GPMVs
Die Lokalisation und laterale Organisation der Ras-Proteine in Membranen wurde bereits
in einigen in vitro-Studien untersucht.[132–134,151] Hierbei wurden Modellmembranen einge-
setzt, die sich aus einigen wenigen Lipiden oder viralen Lipidextrakten zusammensetzten.
Die eukaryotische Plasmamembran, an der die Ras-vermittelte Signalübertragung vorwie-
gend abläuft, ist jedoch bezüglich der Lipid- und Proteinzusammensetzung viel komplexer
aufgebaut (siehe Abschnitt 1.1). Um zu untersuchen, welche Auswirkungen komplexe
zelluläre Membransysteme auf die Lokalisation und laterale Organisation der Ras-Proteine
haben, wurden riesige Plasmamembranvesikel (giant plasma membrane vesicles, GPMVs)
aus der Plasmamembran der Zelllinie RBL-2H3 isoliert und in fluoreszenzmikroskopischen
Experimenten mit K-Ras4B und N-Ras verwendet.
Die Isolierung der GPMVs erfolgte unter Verwendung der bereits 1976 von Scott beschrie-
benen Plasma Membrane Vesiculation-Technik,[152] bei der adhärent wachsende Zellen
Aldehyden und reduzierenden Reagenzien ausgesetzt werden. Unter diesen Bedingungen
stülpt sich die Plasmamembran der Zellen aus und setzt Vesikel in das umgebende Medium
frei. Da diese Vesikel direkt von der zellulären Plasmamembran isoliert werden, bestehen sie
aus einer komplexen Mischung nativer Lipide und membrangebundener Proteine. Darüber
hinaus weisen diese Vesikel im Durchschnitt einen Durchmesser von 10 µm auf, sind
unilamellar und enthalten weder Zellkompartimente noch Teile des Zytoskeletts.[153,154]
Demzufolge stellen die GPMVs ein ideales Modell für natürliche Plasmamembranen dar.
Für die in dieser Arbeit verwendete adhärente Zelllinie RBL-2H3 wurde gezeigt, dass die iso-
lierten GPMVs unter bestimmten Zellkultivierungsbedingungen und unter Verwendung be-
stimmter Aldehyde sowie Reduktionsmittel ld/lo-Phasenkoexistenzen aufweisen.[138,154,155]
Mit dem kürzlich etablierten Protokoll von Seeliger et al. können GPMVs generiert
werden, in denen ausgedehnte ld- und lo-Domänen in einem großen Temperaturbereich (5-
70 °C) koexistieren (siehe Abb. 4.2C).[138] Daher wurde dieses Protokoll für die Herstellung
der GPMVs verwendet. Hierfür wurden die RBL-2H3 Zellen zunächst in MEM(−Gln)-
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Abb. 4.2: Phasenkontrastmikroskopische Aufnahme der RBL-2H3-Zellen vor und nach der Bildung
der GPMVs (Maßstab: 50 µm) (A). Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme der isolierten GPMVs. Die
Phasenkoexistenz wurde mithilfe der fluoreszenzmarkierten Lipide N -Rh-DHPE (rot, 0,2 mol%) und
NBD-DHPE (grün, 0,2 mol%), die sich bevorzugt in die ld- bzw. lo-Phase des Membransystems einlagern,
visualisiert (Maßstab: 5 µm) (B). Modifizierter Nachdruck aus Ref. [141]. Schematische Darstellung der
GPMV-Isolierung und Lipidextraktion (C). Adapted from: J. Seeliger, N. Erwin, C. Rosin, M. Kahse, K.
Weise and R. Winter, Phys. Chem. Chem. Phys., 2015, 17, 7507 - Reproduced by permission of the PCCP
Owner Societies.
Medium kultiviert (siehe Abschnitt 4.2.2). Durch die Zugabe von 25 mM Formaldehyd,
der die Membranproteine durch Bindung der Amino- und Sulfhydrylgruppen vernetzt,
und 3 mM DTT als Reduktionsmittel (siehe Abschnitt 4.2.3) wurde die Bildung der
GPMVs induziert. Nach einer Inkubationszeit von 1 h bei 37 °C konnten die gebildeten
GPMVs sowohl frei in Lösung als auch an der Zellmembran phasenkontrastmikroskopisch
beobachtet werden (siehe Abb. 4.2A). Vor der weiteren Verwendung wurden die GPMVs
über Nacht bei 4 °C sedimentiert. Die Phospholipidkonzentration (siehe Abschnitt 4.2.5)
der unteren 20 % dieser Lösung betrug im Durchschnitt ∼ 100 µg/mL. Darüber hinaus ist
bekannt, dass Membranproteine etwa 40 %(w/w) dieser GPMVs ausmachen.[138] Zur Vi-
sualisierung der ld-Phase wurden die GPMVs mit dem fluoreszierenden Lipid N -Rh-DHPE
inkubiert, bevor die BODIPY-markierten Ras-Proteine hinzugegeben wurden (siehe Ab-
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Abb. 4.3: Konfokale Fluoreszenzmikroskopie-Bilder des BODIPY-markierten K-Ras4B-Proteins im inak-
tiven GDP-gebundenen (A) und aktiven GTP-gebundnen (C) Zustand (grün, c = 2 µM) in proteinhaltigen
GPMVs (B,D) mit N -Rh-DHPE (rot, 0,2 mol%) als Marker für die ld-Phase. Der Maßstab beträgt 5 µm
in allen Bildern. Adapted from: N. Erwin, B. Sperlich, G. Garivet, H. Waldmann, K. Weise and R. Winter,
Phys. Chem. Chem. Phys., 2016, 18, 8954 - Reproduced by permission of the PCCP Owner Societies.
schnitt 4.2.8). Diese Proteine wurden von der Arbeitsgruppe von Prof. Herbert Waldmann
(MPI für molekulare Physiologie, Dortmund) anhand etablierter Vorschriften[118,120,134,156]
synthetisiert und zur Verfügung gestellt. Wie bei den vorherigen Experimenten, enthielten
die GTPasen anstelle des GTP das nicht-hydrolysierbare GppNHp-Analogon. Zusätzlich
wurde die Palmitoylgruppe in N-Ras durch eine Thioether-gebundene Hexadecylgruppe
ersetzt, um die Hydrolysestabilität der Lipidmodifikation zu erhöhen.
In den Abbildungen 4.3 und 4.4 ist die laterale Verteilung von K-Ras4B und N-Ras in
den phasenseparierten GPMVs nukleotidabhängig dargestellt. Es ist deutlich zu sehen,
dass sowohl das farnesylierte K-Ras4B als auch das dilipidierte N-Ras unabhängig vom
gebundenen Nukleotid bevorzugt in der ld-Domäne der GPMVs lokalisiert sind. Wie be-
reits in Abschnitt 4.3.1 erwähnt, wird die Bindung der Proteine in den raft-ähnlichen
lo-Phasen vermutlich durch den verzweigten Farnesylanker erschwert. Die Einlagerung
dieser Lipidgruppe wird jedoch in der weniger dicht gepackten ld-Phase begünstigt, ähnlich
wie in anderen nicht-komplexen Modellmembranen.[132–134,151]
Bei genauerer Betrachtung fällt auf, dass die Verteilung von K-Ras4B (GDP/GTP) in-
nerhalb der ld-Phase heterogen ist (siehe Abb. 4.3A und C), was auf die Bildung von
proteinangereicherten Domänen in dieser Membranregion hindeutet. Diese Beobachtung
wurde auch in neutralen und anionischen Membransystemen unterschiedlicher Komplexität
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Abb. 4.4: Konfokale Fluoreszenzmikroskopie-Bilder des BODIPY-markierten N-Ras-Proteins im inaktiven
GDP-gebundenen (A) und aktiven GTP-gebundnen (C) Zustand (grün, c = 2 µM) in proteinhaltigen
GPMVs (B,D) mit N -Rh-DHPE (rot, 0,2 mol%) als Marker für die ld-Phase. Der Maßstab beträgt 5 µm
in allen Bildern. Adapted from: N. Erwin, B. Sperlich, G. Garivet, H. Waldmann, K. Weise and R. Winter,
Phys. Chem. Chem. Phys., 2016, 18, 8954 - Reproduced by permission of the PCCP Owner Societies.
mithilfe von AFM-Experimenten gemacht.[134] Da die einzelnen Proteindomänen nicht
mit dem verwendeten Mikroskopieaufbau aufgelöst werden konnten, war eine quantitative
Aussage über die Größe der Proteincluster nicht möglich. Aufrgund der komplexen Zusam-
mensetzung der GPMVs und vor allem wegen der darin enthaltenen Membranproteine
konnten keine komplementären hochauflösenden AFM-Messungen durchgeführt werden.
Die Verteilung von N-Ras (GDP/GTP) in der ld-Domäne der GPMVs ist im Gegensatz zu
den K-Ras4B-Proteinen deutlich homogener (siehe Abb. 4.4A und C). In Membransystemen,
die aus nur einem Lipid bestehen, konnten mithilfe von AFM- und FRET-Experimenten
kleine N-Ras-Oligomere bzw. -Dimere beobachtet werden.[125,157] Mit einem herkömmlichen
Fluoreszenzmikroskop können Oligomere in einer Größenordnung von wenigen Nanometern
nicht aufgelöst werden. In anderen Studien, in denen heterogene Modellmembranen mit
ld/lo-Phasenkoexistenz eingesetzt wurden, konnte beobachtet werden, dass das farnesy-
lierte und hexadecylierte N-Ras bevorzugt an die ld-Domäne bindet, anschließend in die
ld/lo-Phasengrenze diffundiert und dort zu größeren Proteinclustern assoziiert.[133,151] Es
ist bekannt, dass an der Grenzfläche von ld- und lo-Domänen in einfachen Lipidsystemen
aufgrund von lokalem Krümmungsstress und der Höhendifferenz der Lipidphasen eine
hohe Grenzflächenenergie, hier auch Linienspannung genannt, vorliegt.[158] Durch die Lo-
kalisation von lipidierten Proteinen wie N-Ras an der Grenzfläche der Membrandomänen
wird die energetisch ungünstige Linienspannung reduziert, weshalb die Akkumulation und
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Clusterbildung von N-Ras in den Domänengrenzflächen begünstigt wird. Ähnlich wie bei
K-Ras4B können solche Proteincluster wichtig für die Rekrutierung von Effektorproteinen
und die Regulation intrazellulärer Signaltransduktionen sein.[133]
Überraschenderweise wurde bei den GPMVs anders als bei den einfachen Lipidsyste-
men keine signifikante Akkumulation von N-Ras in der ld/lo-Phasengrenze detektiert
(siehe Abb. 4.4A und B). Eine möglich Erklärung hierfür könnte die wesentlich geringe-
re Linienspannung in Membranen mit komplexen Lipidzusammensetzungen sein.[155,159]
Da die GPMVs beinahe aus 300 verschiedenen Lipiden bestehen,[138] können Lipide mit
einem geeigneten Packungsparameter zur Reduktion der Linienspannung an die Phasen-
grenzen rekrutiert werden. Andererseits enthalten diese GPMVs bereits viele Proteine
(∼ 40 %(w/w)), die zum Teil in den Grenzflächen lokalisiert sein können, sodass die dort
vorherrschende Linienspannung verringert wird. Um diese Möglichkeit auszuschließen und
zu überprüfen, ob die in den GPMVs enthaltenen Proteine einen weiteren Effekt auf die
Lokalisation der beiden Proteine N-Ras und K-Ras4B haben, wurden diese Untersuchungen
auch in proteinfreien GUVs, die aus den extrahierten Lipiden der GPMVs hergestellt
wurden, durchgeführt.
4.3.3 Ras-Proteine in proteinfreien GUVs aus GPMV-Lipidextrakten
Um den Einfluss der in den GPMVs enthaltenen Proteine auf die Verteilung der lipidierten
Ras-Proteine in phasenseparierten Membranen abschätzen zu können, wurden die Lipide
aus den GPMVs mittels einer Chloroform/Methanol-Mischung, wie in Abschnitt 4.2.4 be-
schrieben, extrahiert. In der wässrigen Methanol-Phase haben sich hauptsächlich hydrophile
Zellkomponenten gelöst, wohingegen die Chloroform-Phase die wasserunlöslichen Lipide und
andere hydrophobe Komponenten enthielt. Um den Anteil der Nicht-Lipidkomponenten
zu reduzieren, wurden die Chloroform-Phase zusätzlich mit einer hochkonzentrierten
KCl-Lösung und anschließend mit Milli-Q-H2O gewaschen.[160] Nach der Entfernung des
Chloroforms mithilfe eines Rotationsverdampfers wurde die Konzentration der isolierten
Phospholipide mit dem Bartlett-Assay bestimmt (siehe Abschnitt 4.2.5). Mithilfe der
Elektroformation konnten GUVs aus der komplexen Lipidmischung nur in geringer Ausbeu-
te hergestellt werden. Aus diesem Grund wurden die GUVs aus den GPMV-Lipidextrakten
mittels milder Hydratation (siehe Abschnitt 4.2.6.2) in 10 mM HEPES (pH = 7,4) ge-
neriert. Analog zu den Experimenten in Abschnitt 4.3.2 wurde hier N -Rh-DHPE zur
Visualisierung der ld-Domäne in den GUVs verwendet und die hinzugegeben Ras-Proteine
waren mit BODIPY modifiziert.
Aus dem Vergleich von Abbildung 4.3, 4.4, 4.5 und 4.6 wird ersichtlich, dass die in den
GPMVs enthaltenen Membranproteine keinen Einfluss auf die Verteilung der beiden
Ras-Proteine in komplexen zellulären Membransystemen mit ld/lo-Phasenkoexistenz ha-
ben. Unabhängig von dem gebundenen Nukleotid sind N-Ras und K-Ras4B bevorzugt
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Abb. 4.5: Konfokale Fluoreszenzmikroskopie Bilder des BODIPY-markierten K-Ras4B-Proteins im
inaktiven GDP-gebundenen (A) und aktiven GTP-gebundnen (C) Zustand (grün, c = 2 µM) in GUVs, die
aus den GPMV-Lipidextrakten hergstellt sind (B,D) und N -Rh-DHPE (rot, 0,2 mol%) als Marker für die
ld-Phase enthalten. Der Maßstab beträgt 5 µm in allen Bildern. Adapted from: N. Erwin, B. Sperlich, G.
Garivet, H. Waldmann, K. Weise and R. Winter, Phys. Chem. Chem. Phys., 2016, 18, 8954 - Reproduced
by permission of the PCCP Owner Societies.
in der ld-Domäne der proteinfreien Plasmamembranvesikel lokalisiert. Auch in diesem
Membransystem ist eine deutliche Heterogenität der K-Ras4B-Proteinverteilung in der
ld-Domäne zu erkennen (siehe Abb. 4.5), was auf eine Clusterbildung dieses Proteins
hindeutet. Die Bildung dieser Nanocluster scheint demnach ein allgemeiner Prozess der
membranassoziierten K-Ras4B-Proteine zu sein, da dieser weitestgehend unabhängig von
der Membranzusammensetzung abläuft. Dahingegen scheint die Verteilung der N-Ras-
Proteine in dieser Lipidphase homogen zu sein. Eine Anreicherung der N-Ras-Proteine
in der ld/lo-Phasenregion konnte auch in den proteinfreien Plasmamembranvesikeln nicht
detektiert werden, was vermutlich auf die geringe Linienspannung in Membranen mit
komplexer Lipidzusammensetzung zurückgeführt werden kann (siehe Abschnitt 4.3.2). Die
Linienspannung an den Grenzflächen koexistierender ld- und lo-Lipidphasen ist folglich eine
wichtige Determinante für die räumliche Organisation von Lipoproteinen in Membranen.
Es ist jedoch nicht auszuschließen, dass die Proteindomänen in diesem komplexen zellulären
Membransystem viel kleiner als in einfachen Modellmembranen sind, sodass sie optisch
nicht aufgelöst werden können.
Abschließend lässt sich aus dem Vergleich der Ergebnisse dieser und früherer Studien
schlussfolgern, dass selbst relativ einfache Membranmodelle in der Lage sind, viele der
Eigenschaften und Funktionen von komplexen biologischen Membranen zu reproduzieren.
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Abb. 4.6: Konfokale Fluoreszenzmikroskopie-Bilder des BODIPY-markierten N-Ras-Proteins im inak-
tiven GDP-gebundenen (A) und aktiven GTP-gebundnen (C) Zustand (grün, c = 2 µM) in GUVs, die
aus den GPMV-Lipidextrakten hergstellt sind (B,D) und N -Rh-DHPE (rot, 0,2 mol%) als Marker für die
ld-Phase enthalten. Der Maßstab beträgt 5 µm in allen Bildern. Adapted from: N. Erwin, B. Sperlich, G.
Garivet, H. Waldmann, K. Weise and R. Winter, Phys. Chem. Chem. Phys., 2016, 18, 8954 - Reproduced
by permission of the PCCP Owner Societies.
Aufgrund ihrer geringen Lipiddiversität können einfache Lipidmischungen die Prozesse in
der natürlichen Plasmamembran jedoch nicht vollständig beschreiben. Im Vergleich dazu
stellen die proteinenthaltenden GPMVs ein gutes Modell für die natürliche Plasmamembran
dar, da sie eine ähnlich komplexe Lipid- und Proteinzusammensetzung besitzen, dennoch
weisen auch sie einige Einschränkungen als Modellsystem für zelluläre Membranen auf.
Offensichtlich werden die Membrankomponenten bei der Herstellung der GPMVs durch
den nicht spezifisch vernetzenden Formaldehyd und das Reduktionsmittel DTT teilweise
kovalent modifiziert. Neben dieser chemischen Modifikation treten während der Isolierung
der GPMVs viele unzählige Prozesse in der Zelle auf, die aufgrund ihrer Komplexität
unmöglich vorhergesagt und kontrolliert werden können. Beispielsweise kommt es während
der GPMV-Bildung zu einem partiellen Verlust der Lipiddoppelschichtasymmetrie, indem
PS von der zytosolischen Seite der Plasmamembran auf die extrazelluläre Seite wechselt,
was ein gravierender Unterschied zur Plasmamembran in lebenden Zellen ist. Außerdem
kann nicht ausgeschlossen werden, dass sich die lokale Lipid- und Proteinzusammensetzung
während des Abschnürungsprozesses ändert, um die auftretende Membrankrümmung zu
ermöglichen. Daher entspricht die Zusammensetzung der GPMVs nur bedingt der der
Plasmamembran. Schließlich repräsentieren die GPMVs die zelluläre Membran in einem
thermodynamischen Gleichgewicht, wohingegen die Plasmamembran einer lebenden Zel-
– 58 –
4.4 Zusammenfassung
le aufgrund der ständigen Modifikation der Zusammensetzung durch den vesikulären
Transport, Recycling, Enzymaktivitäten oder die Interaktion mit dem Zytoskelett eine
hochdynamische Struktur ist.[154] Hinzu kommt, dass potentielle raft-Domänen in der
Plasmamembran transient sind und Größen im Nanometerbereich aufweisen, wohingegen
die Größe der koexistierenden Lipiddomänen in Modellmembranen im Mikrometerbereich
liegt. Unter Berücksichtigung dieser Einschränkungen können GPMVs folglich nur Hinweise
zur lateralen Segregation und Organisation lipidierter Proteine in der Plasmamembran
lebender Zellen liefern.
4.4 Zusammenfassung
Da der nukleotidgebundene Zustand der G-Domäne sowie die komplexen Wechselwirkun-
gen zwischen der Plasmamembran und den verschiedenen Ras-Lipidankern die räumliche
Verteilung und Organisation der Lipoproteine an der Plasmamembran bestimmen, wurden
im Rahmen dieser Studie die Einflüsse der Membranzusammensetzung und der daraus
resultierenden physikalisch-chemischen Eigenschaften der Membran, wie z.B. Oberflächen-
ladung, Phasentrennung, Fluidität und Packungsdichte, auf die laterale Segregation und
das Clusterverhalten der lipidierten Proteine N-Ras und K-Ras4B im membrangebunde-
nen Zustand untersucht. Als Modellmembran mit einer plasmamembranähnlichen Lipid-
und Proteinzusammensetzung wurden GPMVs mit ld/lo-Phasenkoexistenz verwendet, die
von der Plasmamembran der adhärenten Zelllinie RBL-2H3 isoliert wurden. Zusätzlich
wurde der Effekt der in den GPMVs enthaltenen Membranproteine untersucht, indem die
fluoreszenzmikroskopischen Messungen in Gegenwart und Abwesenheit dieser Proteine
durchgeführt wurden.
In Kombination mit früheren Studien konnten mit den hier erhaltenen Ergebnissen ausge-
prägte isoformspezifische Unterschiede hinsichtlich der lateralen Organisation und Clus-
terbildung von N-Ras und K-Ras4B in PS-haltigen sowie komplexen zellulären Membran-
systemen in Anwesenheit und Abwesenheit nativer Membranproteine beobachtet werden.
In den letzten Jahren rückten die isoformspezifischen Ras-Nanocluster in den Fokus der
Forschung, da diese wichtige Signalplattformen für die Rekrutierung und Aktivierung von
Effektorproteinen darstellen und daher essentiell für die Signalweiterleitung sind.
Für K-Ras4B scheint die Bildung ausgedehnter Proteincluster ein allgemeiner Prozess bei
der Membranbindung zu sein, da diese weitestgehend unabhängig von der Membranzu-
sammensetzung abläuft. Häufig wurden spezifische Bindungen mit PS für die Bildung
der K-Ras4B-Cluster diskutiert,[130,131] was in dieser Studie jedoch nicht bestätigt wer-
den konnte. Vielmehr wurde eindeutig gezeigt, dass unspezifische Wechselwirkungen mit
der Membran für die Bildung der Proteincluster verantwortlich sind, da diese auch in
reinen DOPC-Membranen und neutralen phasenseparierten Membransystemen detektiert
werden konnten.[125,134] Die selektive Lokalisation und charakteristische Clusterbildung
– 59 –
4 Ras-Proteine in Membranen unterschiedlicher Zusammensetzung
von K-Ras4B in der ld-Domäne unterschiedlicher Membransysteme wird dennoch vor-
wiegend elektrostatisch durch den polybasischen, farnesylierten C -Terminus reguliert,
da ein monofarnesyliertes Ras-Protein ohne polybasische Sequenz in phasenseparierten
Lipiddoppelschichten in die ld/lo-Phasengrenzen diffundiert.[133]
Im Gegensatz dazu wird die räumliche Verteilung und Organisation von N-Ras in Mem-
bransystemen mit ld/lo-Phasenkoexistenz im Wesentlichen durch die Linienspannung
reguliert,[133,151] die quadratisch von der Höhendifferenz der Lipidphasen abhängt.[158] Nach
der Einlagerung in die ld-Phase diffundieren die lipidierten N-Ras-Proteine in die Phasen-
grenze und bilden dort Cluster, wodurch die energetisch ungünstige Linienspannung an der
Phasengrenzfläche reduziert wird. In natürlichen Membranen sind solche Linienspannungen
vermutlich kleiner,[155,159] sodass keine ausgeprägte Anreicherung der N-Ras-Proteine in
der Phasengrenzregion stattfindet. Dies wurde auch in den GPMVs beobachtet, in denen
N-Ras homogen in der ld-Phase verteilt war (siehe Abb. 4.4 und 4.6).
Abschließend lässt sich ebenfalls schlussfolgern, dass selbst relativ einfache Membranmo-
delle in der Lage sind, viele Eigenschaften und Funktionen biologischer Membranen zu
reproduzieren. Auch wenn die GPMVs angesichts der Lipid- und Proteindiversität ein
gutes Modell für die Plasmamembran darstellen, weisen sie einige gravierende Unterschiede
zu dieser auf. Unter Berücksichtigung der gegebenen Einschränkungen können mithilfe
von Modellmembranen verschiedener Zusammensetzungen und Komplexität trotz alledem
die treibenden Kräfte der membranassoziierten Prozesse erkannt werden, was zu einem






Aktivierende Mutationen in den ras-Genen, vor allem im K-ras-Gen, werden in mehr als
20-30 % aller menschlichen Krebserkrankungen identifiziert.[71,72] Für die Aktivität der
lipidierten Ras-Proteine ist die Lokalisation an der zytosolischen Seite der Plasmamem-
bran ein kritischer Parameter, weshalb in der Zelle viele Mechanismen existieren, welche
die Membranbindung dieser Signalproteine sowie deren Freisetzung von der Membran
regulieren. Kürzlich wurde berichtet, dass Calmodulin (CaM) eine wichtige Rolle bei der
Dissoziation von K-Ras4B von der Plasmamembran spielt, was zu einer Unterbrechung
der nachgeschalteten Signaltransduktion führt, während die Lokalisation und Aktivität der
anderen beiden Ras-Isoformen N-Ras und H-Ras nicht beeinflusst werden (siehe Abschnitt
1.2.4).[103,104]
Das Ca2+-bindende und hochflexible Protein CaM interagiert in der Zelle mit mehr als
300 verschiedenen Zielproteinen, die an zahlreichen intrazellulären Signalwegen beteiligt
sind.[162,163] Durch die Bindung von Ca2+ sowie die Assoziation mit den Zielproteinen
durchläuft CaM charakteristische Konformationsänderungen, bei denen verschiedene In-
teraktionsgrenzflächen zwischen CaM und den Bindungspartnern gebildet und exponiert
werden. Das kleine (16,7 kDa) CaM-Protein besteht aus einer N - und einer C -terminalen
globulären Domäne, die über einen flexiblen, α-helikalen Linker verbunden sind. Beide
Domänen besitzen jeweils zwei Ca2+-bindende Strukturmotive, auch als EF-Hand (Helix-
Schleife-Helix) bekannt, weshalb CaM insgesamt vier Ca2+-Ionen komplexieren kann. Die
Bindungsstellen in der C -terminalen Domäne weisen jedoch eine höhere Bindungsaffinität
∗Die Ergebnisse dieser Studie wurden in der Ref. [161] veröffentlicht und werden in diesem Kapitel
teilweise wiedergegeben. Adapted from Ref. [161] with permission from the PCCP Owner Societies.
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Abb. 5.1: Schematische Darstellung der Konformationsänderungen von CaM bei der Bindung von Ca2+.
Die Sekundärstrukturelemente sind wie folgt gefärbt: α-Helices in Rot, β-Faltblätter in Blau, random
coils und β-Schleifen in Grau, flexible Linkerregion (AS-Reste 77-81)[167] in Magenta. Die Strukturen
(PDB-ID-Codes: 1DMO, 1CLL) wurden mit Chimera[65] (http://www.cgl.ucsf.edu/chimera) dargestellt
und modifiziert. Adapted from: N. Erwin, S. Patra and R. Winter, Phys. Chem. Chem. Phys., 2016, 18,
30020 - Reproduced by permission of the PCCP Owner Societies.
für Ca2+ als die in der N -terminalen Domäne auf.[164] In Abbildung 5.1 ist die Struktur des
Ca2+-freien Proteinzustandes (apo-CaM) zu sehen. In diesem Zustand sind die Helices der
beiden EF-Hand-Strukturmotive einer Domäne antiparallel zueinander angeordnet, sodass
die globulären Domänen eine relativ kompakte, bündelartige Struktur annehmen. Die Schlei-
fen bleiben dabei jedoch an der Proteinoberfläche, sodass eine Bindung der Ca2+-Ionen
ermöglicht wird.[165,166] Strukturelle Untersuchungen haben gezeigt, dass der kompakte
Zustand von apo-CaM („geschlossen“) bei der Bindung von Ca2+ in eine längliche Hantel-
form („offen“) übergeht (siehe Abb. 5.1), was durch die nach außen gerichtete Rotation der
beiden globulären Domänen verursacht wird. Im Ca2+-gebundenen Zustand (holo-CaM)
sind die hydrophoben Oberflächen und ionischen AS-Reste in den globulären Domänen
für die verschiedenen Zielproteine leicht zugänglich.[168–170] Die hantelförmige Struktur von
holo-CaM wurde auch in Röntgen-Kleinwinkelstreuung (small angle X-ray scattering,
SAXS)-Experimenten beobachtet,[171] wohingegen mithilfe von Kernspinresonanz (nuclear
magnetic resonance, NMR)-Spektroskopie und MD-Simulation gezeigt wurde, dass die zen-
trale α-Helix in Lösung eher flexibel und dynamisch ist.[167,172–174] Im Laufe der Zeit wurden
viele verschiedene Kristallstrukturen von holo-CaM veröffentlicht, in denen auch das Ca2+-
gebundene Protein eine kompakte oder sogar längliche Form mit einem partiell entfalteten,
α-helikalen Linker annahm.[175,176] All diese unterschiedlichen Strukturen von apo- und
holo-CaM deuten darauf hin, dass dieses Protein verschiedene Konformationssubzustände
(conformational substates, CS) annehmen kann, wodurch variable Bindungsoberflächen
für die verschiedenen Zielproteine entstehen.[177–179] Diese strukturelle Vielseitigkeit von
CaM korreliert mit der funktionellen Diversität dieses Proteins in vivo.[180]
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Die meisten Bindungspartner von CaM haben nur eine geringe Sequenzhomologie, jedoch
weisen sie alle hydrophobe und basische AS in ihrer CaM-Bindungsdomäne auf, die Van
der Waals-Kräfte und elektrostatische Wechselwirkungen mit den hydrophoben Regio-
nen bzw. den sauren Seitenketten von CaM (pI ∼ 4,6) ausbilden können. In den meisten
Fällen umwickeln die N - und C -terminale Domäne von CaM die Bindungssequenz ihrer
Zielproteine, was durch die partielle Entfaltung der zentralen α-Helix in CaM ermöglicht
wird, sodass ein weitestgehend globulärer Komplex entsteht (siehe Abb. 5.2A).[181] Die
asymmetrische Ladungsverteilung in der Bindungsoberfläche von CaM trägt dazu bei,
dass unterschiedliche Zielproteine abhängig von ihrer Polarität gebunden werden können
und CaM dabei verschiedenen Konformationsänderungen unterliegt, um eine optimale
Anlagerung der Zielproteine zu gewährleisten.[182,183]
Interessanterweise wurden mit HIV-1 Nef, CAP-23/NAP-22 und MARCKS kürzlich
mehrere Proteinsubstrate entdeckt, die Wechselwirkungen mit CaM ausbilden, obwohl
diese keine kanonische CaM-Bindungsdomäne aufweisen. Diese enthalten jedoch alle eine
Myristoylgruppe sowie eine benachbarte polybasische Sequenz, die in diesem Fall als CaM-
Bindungsstellen fungieren.[107,184,185] Im Gegensatz zu anderen CaM-bindenden Proteinen
bilden diese lipidierten Proteine keine amphiphile α-Helix im CaM-Komplex, sondern
lagern ihre sperrige Myristoylgruppe in einen großen hydrophoben Hohlraum ein, der durch
die hydrophoben Regionen beider CaM-Domänen gebildet wird. CaM nimmt dennoch eine
globuläre Form im Komplex mit diesen myristoylierten Peptiden an, die dem kanonischen
CaM/Peptid-Komplex ähnelt (siehe Abb. 5.2).[107]
Wie bereits erwähnt, wurde kürzlich auch das farnesylierte K-Ras4B-Protein als spezi-
fischer CaM-Bindungspartner identifiziert.[103,104] Neben dem Farnesylanker trägt auch
die polybasische Sequenz in der HVR signifikant zur Bindung an CaM bei, da sich auf
der Oberfläche von CaM viele negativ geladene AS befinden, die elektrostatische Wech-
selwirkungen mit den Lys-Resten der polybasischen Sequenz ausbilden können.[105,106]
Aus diesem Grund sind keine spezifischen Interaktionen zwischen CaM und den anderen
beiden Ras-Isoformen, deren HVR keine polybasische Sequenz umfasst, bekannt. Mithilfe
von NMR-Experimenten wurde gezeigt, dass die HVR von K-Ras4B aufgrund der hohen
Dichte von negativ geladenen AS-Resten vorwiegend mit der zentralen α-Helix und der
C -terminalen Domäne von CaM interagiert. Basierend auf dieser Studie wurde angenom-
men, dass diese Bindungspartner parallel zueinander angeordnet sind.[106] Bislang fehlen
jedoch detaillierte Strukturinformationen zu dem CaM/K-Ras4B-Komplex.
Dieses promiskuitive Bindungsverhalten führte zu der Annahme, dass verschiedene Kon-
formationssubzustände von CaM in Lösung existieren,[177–179] die aus intrinsischen Be-
wegungen und Fluktuationen des Proteins resultieren.[186] Gemäß dem conformational
selection-Modell für die Bildung eines Protein/Liganden-Komplexes binden die Liganden
an die am meisten bevorzugte Proteinkonformation, wodurch das Gleichgewicht zu Guns-
ten dieses Konformationszustandes verschoben und somit die Verteilung der Population
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Abb. 5.2: CaM im Komplex mit dem smMLCK-Peptid (kanonische CaM-Bindungsdomäne) (A) und
dem myristoylierten CAP-23/NAP-22-Peptid (B). Die Sekundärstrukturelemente sind wie folgt gefärbt:
α-Helices in Rot, β-Faltblätter in Blau, random coils und β-Schleifen in Grau. Die Strukturen (PDB-
ID-Codes: 1CLD und 1L7Z) wurden mit Chimera[65] (http://www.cgl.ucsf.edu/chimera) dargestellt und
modifiziert. Die Peptide sind in schwarz dargestellt.
moduliert wird.[187] Da solche funktionell relevanten CS unter ungestörten Bedingungen
häufig sehr kurzlebig sind und deren Anteil an der Population sehr gering ist, können sie
nicht mithilfe von konventionellen spektroskopischen Methoden detektiert werden und
bleiben meist unbemerkt.[188] Um dennoch Einblicke in die Energielandschaft eines Proteins
zu erhalten und seltene CS zu charakterisieren, wird die Populationsverteilung häufig
chemisch (z.B. kleine Moleküle, pH-Wert, Ionenstärke), physikalisch (z.B. Temperatur,
Druck) oder biochemisch (z.B. Liganden) moduliert (siehe Abb. 5.3). Mittels Temperatur-
änderungen, die sowohl die Energie als auch das Volumen des Systems beeinflussen, ist die
Separation von Subzuständen, die sich nur durch geringe Energiedifferenzen unterscheiden,
meistens nicht möglich. Im Gegensatz dazu stellt Druck ein effizientes Mittel dar, die
Population der Zustände über Volumendifferenzen zu modulieren, ohne die innere Energie
des Systems signifikant zu verändern. Bei höheren Drücken werden Zustände mit einem
kleineren Partialvolumen nach dem Prinzip von Le Châtelier bevorzugt, sodass deren
Populationsanteil unter Druck erhöht wird und diese mittels spektroskopischer Methoden
detektiert und charakterisiert werden können.[189–191] Diese druckinduzierte Volumenab-
nahme resultiert zum einen aus dem Verlust der Hohlräume, die durch Packungsdefekte in
dem nativ gefalteten Proteinensemble entstehen, und zum anderen aus der Elektrostriktion
aufgebrochener Salzbrücken und neu exponierter, polarer AS-Reste.[188,190,191] Im Allge-
meinen wird vermutet, dass diese Zustände funktionell relevant sind und eine wichtige
Rolle bei der Erkennung und Bindung von Liganden spielen.[192–194]
Um neue Einblicke in die Energielandschaft des hochflexiblen CaM-Proteins zu erhalten,























Abb. 5.3: Schematische Darstellung der Energielandschaft eines Proteinfaltungstrichters. Die Prote-
infaltung wird durch die freie Energie als eine Funktion der Proteinkonformationen in Form eines
Faltungstrichters dargestellt. Die lokalen Minima entlang der Faltungsroute stellen Intermediate dar, deren
hohe energetische Barriere überwunden werden muss, um das globale Minimum der nativen Konformation
zu erreichen (links). Energielandschaft für das Ensemble der gefalteten Proteinzustände mit Minima, die
verschiedenen CS entsprechen. Die Population kann biochemisch, chemisch oder physikalisch moduliert
werden, sodass das Konformationsgleichgewicht zu energetisch höher liegenden Zuständen (P*) verschoben
und deren Anteil an der Population erhöht wird (rechts).
spektroskopische Studien durchgeführt. Zusätzlich wurde untersucht, welche Auswirkungen
Ca2+ sowie die K-Ras4B-HVR auf die Konformationsdynamik und Auswahl der CS von
CaM haben. Komplementäre SAXS-Experimente wurden durchgeführt, um die struk-
turellen Änderungen von CaM bei der Bindung des C -terminalen K-Ras4B-Peptids zu
untersuchen. Diese Studie kann dazu beitragen, den zugrunde liegenden Bindungsmechanis-
mus von CaM mit dem Signalprotein K-Ras4B besser zu verstehen und neue Erkenntnisse
über Druckeffekte auf Proteinkonformationen zu gewinnen.
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5.2 Material & Methoden
5.2.1 Material & Probenvorbereitung
In Tabelle 5.1 sind die in dieser Studie verwendeten Chemikalien, Proteine und Peptide
sowie wie ihre Bezugsquellen zusammengefasst.
Tab. 5.1: Bezugsquellen der Chemikalien, Proteine und Peptide für die Untersuchungen der
CaM-Konformationssubzustände.
Chemikalien, Proteine und Peptide Bezugsquelle
BaSO4 Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Calmodulin (Bovine brain, Calbiochem®) Merck (Darmstadt, Deutschland)
CaCl2 Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
DCl Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
D2O Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)






NaCl Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Tris(hydroxymethyl)-aminomethan (TRIS) (Trizma®) Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Tris(2-carboxyethyl)phosphin (TCEP) Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Trifluoressigsäure (TFA) Carl Roth (Karlsruhe Deutschland)
Um das Ca2+ aus CaM zu entfernen, wurden 2 mg Protein (c = 4 mg/mL) gegen 500 mL
Dialysepuffer (50 mM TRIS (pH = 7,4), 150 mM NaCl, 2 mM EGTA) bei 4 °C in einer
Dialysekassette (Slide-a-LyzerTM 3.5K, Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA) mit
einem Volumen von 0,5 mL für 2 Tage dialysiert. Da die Carboxylgruppen von EGTA
ausgeprägte IR-Banden in der Region von 1630-1570 cm−1 zeigen, die zum Teil die Amid-
I’-Proteinbande (1700-1600 cm−1) überlagern, wurde EGTA durch anschließende Dialyse
gegen 500 mL Milli-Q-H2O bei 4 °C für 2 Tage entfernt. In beiden Fällen wurden der
Dialysepuffer und das Wasser alle 9-12 h gewechselt. Die Konzentrationen von CaM wurden
mittels Absorptionsmessungen bei 276 nm mit ε276 = 3006 M−1cm−1 bestimmt (siehe
Abschnitt 3.2.5.1). Um das H2O zu entfernen, wurden die Proteine in den für die Messung
benötigten Mengen im Vakuum getrocknet. Alle Messungen wurden in D2O-Puffer, der
50 mM TRIS (pD = 7,4), 150 mM NaCl, 10 mM CaCl2 enthielt, durchgeführt. Die
Ausnahme stellten die apo-CaM-Experimente dar, in denen CaCl2 im Puffer fehlte. Der
pD-Wert wurde mit einer herkömmlichen pH-Elektrode eingestellt, wobei der gemessene
pH-Wert um +0,4 korrigiert wurde.[195] Die S -tert-Butylthio (StBu)-Schutzgruppe am
N -terminalen Cys des K-Ras4B-Peptids wurde vor allen Experimenten durch Reduktion
mit TCEP entfernt. Da das gekaufte Peptid als Gegenion TFA− enthielt, das bei 1673 cm−1
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eine starke Absorptionsbande im IR-Spektrum zeigt und somit mit der Amid-I’-Bande des
Protein/Peptid-Komplexes bzw. Peptids überlappt, wurde das Peptid in 0,1 M DCl gelöst
und im Vakuum für mindestens 2 h getrocknet. Dies wurde ein weiteres Mal wiederholt,
um TFA− durch Cl− als Gegenion auszutauschen.
5.2.2 Fluorescein-Markierung des K-Ras4B-Peptids
Nach der Entfernung der StBu-Schutzgruppe, wurde das K-Ras4B-Peptid in 20 mM TRIS
(pH = 7,0) und 3 mM TCEP gelöst und mit 1,5 Äquivalenten des Farbstoffs Fluorescein-5-
Maleimid (Sigma-Aldrich, Taufkirchen, Deutschland) (c = 10 mM, DMSO) gemischt. Die
Reaktionslösung wurde für 1 h bei Raumtemperatur im Dunkeln gerührt. Überschüssiger
Farbstoff wurde anschließend unter Verwendung einer HiTrapTM Desalting-Säule (5 mL,
GE Healthcare, Solingen, Deutschland) entfernt. Als Äquilibrierungs- und Elutionspuffer
diente dabei 50 mM TRIS (pH = 7,4), 150 mM NaCl und 10 mM CaCl2.
5.2.3 Hochdruck-FT-IR-Spektroskopie
Für die FT-IR-Spektroskopie-Experimente von holo- und apo-CaM wurde das im Vakuum
getrocknete Protein in einer Konzentration von 30 mg/mL in dem oben erwähnten Puffer
entweder in Gegenwart oder in Abwesenheit von CaCl2 gelöst. Die FT-IR-Spektroskopie-
Messungen des K-Ras4B-Peptids in Abwesenheit von CaM wurden ebenfalls mit einer
Konzentration von 30 mg/mL in Ca2+-haltigen Puffer durchgeführt. Für die Untersuchun-
gen des Protein/Peptid-Komplexes wurde das Protein in einem molaren Verhältnis von 1:10
mit dem K-Ras4B-Peptid versetzt, um eine Sättigung des CaM-Proteins sicherzustellen.
Die Mischung wurde für 30 min inkubiert, um die Bildung des Protein/Peptid-Komplexes
zu gewährleisten.
Die Hochdruck-FT-IR-Experimente wurden in einer membrangetriebenen Diamantstem-
pelzelle (Diacell® Vivo DAC, Almax easyLab, Diskmuide, Belgien) durchgeführt. In die
Zelle wurde ein Diamantfenster des Typs-IIa (∅ = 4 mm, Dicke 730 µm, Almax easyLab,
Diskmuide, Belgien) gelegt, worauf schließlich ein Dichtungsring (∅ = 4 mm, Dicke 50 µm)
aus Messing mit einer zentrierten Bohrung (∅ = 0,5 mm) als Probenraum (V ∼ 10 nL)
und Abstandshalter platziert wurde. In diese Bohrung wurden 3 µL der jeweiligen Probe
sowie BaSO4 als interner Druckindikator gegeben. Die Verschiebung der Absorptionsbande
von BaSO4 bei 983 cm−1, die der symmetrischen Streckschwingung des Sulfats zugeordnet
werden kann, ist proportional zum angewendeten Druck[196] und wurde daher zur Druck-
bestimmung (±20 MPa) benutzt.
Nach dem Zusammenbau wurde die Druckzelle in ein Nicolet Magna 550 FT-IR-Spektro-
meter (Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA) implementiert, das mit einem Stickstoff
gekühlten MCT-Detektor (HgCdTe) ausgestattet ist und Spektren in einem Wellenzahlbe-
reich von 4000-650 cm−1 aufnimmt. Das Spektrometer wurde kontinuierlich mit trockener
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Luft gespült, um ein gutes Signal-Rausch-Verhältnis sicherzustellen. Durch einen automa-
tisierten, pneumatischen Druckregler (PACE 5000, GE Sensing & Inspection Technologies,
Hürth, Deutschland) konnte ein kontrollierter Druckaufbau zwischen 0,1 und 1200 MPa
erzielt werden. Während der Messungen wurde die Temperatur in der Zelle mit einem digi-
talen Thermometer verfolgt und mithilfe eines externen Thermostaten konstant auf 25 °C
(± 0,2 °C) gehalten. Nach jeder Druckänderung wurde die Probe für 7 min äquilibriert,
bevor die Aufnahme des Absorptionsspektrums mithilfe der Software OMNICTM (Thermo
Fisher Scientific, Waltham, USA) erfolgte. Jedes erhaltene Spektrum stellte das Mittel aus
256 einzelnen Interferometer-Scans mit einer spektralen Auflösung von 2 cm−1 dar. Zur
Apodisierung wurde eine Happ-Genzel-Funktion verwendet. Ein Hintergrundspektrum
ohne Messzelle diente während der gesamten Messreihe als internes Referenzspektrum.
Die erhaltenen FT-IR-Spektren wurden mit der Software GRAMS/AITM (Thermo Fisher
Scientific, Waltham, USA) ausgewertet. Hierfür wurden zunächst von allen Spektren der
Probe die jeweiligen Pufferspektren subtrahiert. Daraufhin erfolgte eine Basislinienkorrek-
tur und Flächennormierung der Spektren in der Wellenzahlregion von 1700-1525 cm−1.
Anschließend wurde die 2. Ableitung gebildet, um die Bandenauflösung zu verstärken.
Dadurch konnte außerdem die Lage und Anzahl der Subbanden, die der Amid-I’-Bande
zugrunde liegen und den unterschiedlichen Sekundärstrukturelementen zugeordnet werden
können, bestimmt werden.[197] Für die quantitative Sekundärstrukturanalyse wurden alle
Spektren zunächst im Bereich der Amid-I’-Bande (1700-1600 cm−1) basislinienkorrigiert,
flächennormiert und anschließend mit vier Subbanden, die durch Gauss-Kurven beschrie-
ben wurden, angepasst. Bei der quantitativen Bandenanalyse wird vorausgesetzt, dass die
verschiedenen Sekundärstrukturelemente ähnlich große Extinktionskoeffizienten besitzen
und demzufolge die Flächeninhalte der einzelnen Subbanden den Anteil der Sekundär-
struktur an der gesamten Proteinstruktur repräsentieren.
Aus der Auftragung der Sekundärstrukturanteile als Funktion des Drucks konnte die Än-
derung des Standard-Volumens ∆V −◦ zwischen zwei Konformationssubzuständen, CS1 und
CS2, unter der Annahme eines thermodynamischen Gleichgewichts ermittelt werden, denn
die Volumenänderungen, die mit diesen Konformationsänderungen einhergehen, können
bei einer gegebenen Temperatur T wie folgt beschrieben werden:







Wie in Gleichung 5.2 beschrieben, ergibt sich die Änderung der Standard-Gibbs-Energie
∆G−◦ (p) bei dem Druck p aus der Gleichgewichtskonstanten K(p), die aus den Anteilen
der Sekundärstrukturanteile der beiden CS bestimmt werden kann:
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x(p) beschreibt dabei den Sekundärstrukturanteil bei dem Druck p, x1 sowie x2 die
asymptotischen Anteile der Sekundärstrukturelemente von CS1 bzw. CS2 und R die
Gaskonstante. Die Boltzmann-Gleichung (siehe Gl. 5.3) wurde schließlich verwendet, um
den druckabhängigen Kurvenverlauf der Sekundärstrukturanteile anzupassen
x(p) =
x1 − x2
1 + e−(p−pm)(∆V −◦ /RT )
+ x2 (5.3)
Der Übergangsdruck pm kann aus dem Wendepunkt dieser Funktion bestimmt werden.
5.2.4 Röntgen-Kleinwinkelstreuung
Die SAXS-Experimente wurden an dem Instrument SAXSess mc2 (Anton Paar, Graz,
Österreich), welches eine Röntgenröhre mit einer Kupferanode enthielt, durchgeführt.
Mithilfe eines Bragg-Gitters wurde ein monochromatischer Strahl mit einer Wellenlän-
ge von 1,54 Å erzeugt. CaM wurde entweder in Abwesenheit oder in Gegenwart eines
zehnfachen molaren Überschusses des K-Ras4B-Peptids in dem oben genannten Puffer
einschließlich CaCl2 gelöst, sodass eine Proteinkonzentration von 10 mg/mL erhalten
wurde. Um die Bildung des Protein/Peptid-Komplexes sicherzustellen, wurden die Proben
bei Raumtemperatur für 15 min äquilibriert. Die jeweilige Probe wurde in einer Quarzka-
pillare mit einem Durchmesser von 1 mm und einem Probenvolumen von 10 µL vermessen.
Zur Detektion des Streulichts wurden Bildplatten eingesetzt und die Streumuster mit
einer Belichtungszeit von 30 min pro Bild aufgenommen. Die Temperatur betrug 25 °C
während der Experimente und wurde über einen externen Thermostat kontrolliert. Die
Rohdaten wurden auf die Primärstrahlintensität normiert und um den Streubeitrag des
Puffers korrigiert. Unter Verwendung von SAXSquant 3.1 (Anton Paar,Graz, Österreich)
wurden die 2D-Streubilder integriert, um 1D-Streukurven mit Streuintensitäten I(q) in
Abhängigkeit des Streuvektors q = 4pi
λ
sin(θ) zu erhalten, wobei θ der halbe Streuwinkel
ist. Die Entschmierung und Berechnung der Abstandsverteilungsfunktion P (r) wurden
mit der Software Gnom[198] durchgeführt.
5.2.5 Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie
Die Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie (fluorescence correlation spectroscopy, FCS)-
Messungen wurden unter Verwendung eines konfokalen Fluoreszenzmikroskop-Systems
(MicroTime 200, PicoQuant, Berlin, Deutschland) durchgeführt. Dieses wurde um ein
inverses Mikroskop (IX71, Olympus, Tokio, Japan) erweitert, welches mit einem Wasse-
rimmersionsobjektiv (UpplansApo, 60×, NA 1,2, Olympus, Tokio, Japan) ausgestattet
war. Die Anregung von Fluorescein erfolgte mithilfe eins gepulsten Diodenlaser bei 485 nm
(FWHM = 600 ps, Impulsfolgefrequenz 20 MHz). Durch eine gekoppelte polarisations-
erhaltende Einmodenfaser wurde der Laserstrahl von dem Diodenlaser zur optischen
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Haupteinheit geführt, in der das Anregungslicht durch einen dichroitischen Spiegel zur
Eintrittsöffnung des Mikroskops reflektiert wurde. Die Objektivlinse fokussierte den La-
serstrahl in den Probentropfen, der auf einem Deckglas platziert war. Die von der Probe
emittierte Fluoreszenz folgte dem gleichen Pfad durch den dichroitischen Spiegel, passierte
dann einen 510 nm Langpass-Emissionsfilter sowie eine Lochblende (Durchmesser 50 µm),
bevor das emittierte Licht auf die Single-Photon-Avalanche-Dioden (SPCM-AQR series
SPAD) im Einzelphotonen-Zählmodus traf. Die Autokorrelationskurven wurden unter
Verwendung der Fluoreszenzlebensdauerkorrelationsspektroskopie (fluorescence lifetime
correlation spectroscopy, FLCS)-Methode generiert, um die gebundenen und ungebundenen
Peptide, die sich aufgrund der unterschiedlichen molekularen Umgebung in ihrer Ab-
klingzeit unterscheiden, im FCS-Experiment separieren zu können. Die Fluoreszenzsignale
wurden dabei bezüglich der Lebensdauer getrennt, sodass die Autokorrelationskurve für
jede Lebensdauerkomponente einzeln berechnet werden konnte. Zudem kann mittels FLCS
das Nachpulsen der Detektoren größtenteils unterdrückt werden, das bei herkömmlichen
FCS-Messungen üblicherweise zu Artefakten in der Autokorrelationskurve bei kürzeren
Korrelationszeiten führt.[199] Die Signalausgabe des Detektors wurde von einem TCSPC
(time-correlated single photon counting)-Modul (TimeHarp 200, PicoQuant, Berlin, Deutsch-
land) im TTTR (time-tagged time-resolved)-Modus erfasst. Die anschließende Analyse
der Autokorrelationskurven wurde mit der SymPhoTime-Software (PicoQuant, Berlin,
Deutschland) durchgeführt.
Die erhaltene Autokorrelationskurve G(τ) für das K-Ras4B-Peptid in Abwesenheit von
CaM wurde an ein einfaches 3D-Diffusionsmodell mit einer Komponente gemäß Glei-
chung 5.4 (i = 1) angepasst. In Gegenwart von CaM wurde das Modell um einen weiteren
exponentiellen Term erweitert, um eine bestmögliche Anpassung an die Daten zu erzielen.
G(τ) =
(















In dieser Gleichung beschreibt die Diffusionszeit τ i die durchschnittliche Zeit, die ein
Fluorophor im Detektionsvolumen verbleibt, wohingegen T und τ f den Anteil der Moleküle,
die schnelleren Fluktuationen unterliegen, bzw. die Zeitdauer der schnelleren Fluktuationen
bezeichnen. τ repräsentiert die Verzögerungszeit und ρi ist gegeben durch
ρi =
αi
〈N〉(1− T ) (5.5)
Dabei wird der Anteil der Moleküle αi mit der Diffusionszeit τ i und die mittlere Anzahl
〈N〉 der Moleküle im Detektionsvolumen berücksichtigt. κw stellt den Strukturparameter
des Beobachtungsvolumens dar und ist gegeben durch κw = wzwxy mit wz und wxy als
axialen und lateralen Radius des Beobachtungsvolumens. κw wurde unter Verwendung von
Atto 488 (ATTO-TEC, Siegen, Deutschland) mit dem bekannten Diffusionskoeffizienten von
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400 µm2/s in Wasser[200] kalibriert, woraus ein Beobachtungsvolumen von 6 fL ermittelt






Bei allen FCS-Messungen wurde die Konzentration des Fluorescein-markierten K-Ras4B-
Peptids konstant bei ∼ 16 nM gehalten, wohingegen die Konzentration von CaM von
0-1000 µM variiert wurde. Nach dem Mischen des Peptids mit dem Protein, wurden die
Proben für mindestens 15 min inkubiert, um die Bildung des Protein/Peptid-Komplexes
sicherzustellen. Alle Messungen wurden 5-10 Mal bei Raumtemperatur in dem oben erwähn-
ten Puffer einschließlich 10 mM CaCl2 durchgeführt. Da die Assoziation der K-Ras4B-HVR
mit CaM relativ schwach ist, könnte der Austausch des Fluorescein-markierten Peptids
zwischen dem freien und dem CaM-gebundenen Zustand schneller als die Diffusionszeit
durch das Beobachtungsvolumen sein. Aus diesem Grund stellt der ermittelte Diffusions-
koeffizient einen mittleren Wert dar, der die Beiträge des freien sowie des CaM-gebundenen
K-Ras4B-Peptids berücksichtigt. Al-Soufi et al. haben den Zusammenhang zwischen
der mittleren Diffusionszeit τ¯i und der Bindungskonstante Kb unter Berücksichtigung der
schnellen Austauschdynamik von Molekülen ausführlich hergeleitet.[201] Die Assoziation
des Fluorescein-markierten K-Ras4B-Peptids mit CaM resultiert in einem fluoreszierenden





Dabei bezeichnen k+ und k− die Assoziations- bzw. Dissoziationsgeschwindigkeitskonstante,
deren Quotient der Bindungskonstante Kb = k+k− entspricht. Wie in Gleichung 5.7 gezeigt,
kann der mittlere Diffusionskoeffizient D¯ als Summe der einzelnen Diffusionskoeffizienten
DPep und DCaM/Pep sowie der jeweiligen Stoffmengenanteile xPep und xCaM/Pep beschrieben
werden:
D¯ = xPep ·DPep + xCaM/Pep ·DCaM/Pep (5.7)
Mit den Gleichungen 5.6 und 5.7 kann die mittlere Diffusionszeit τ i direkt als Funktion








τPep und τCaM/Pep repräsentieren die Diffusionszeit des Peptids in Abwesenheit von CaM und
bei derjenigen CaM-Konzentration, bei der alle in Lösung verfügbaren Peptide gebunden
sind. Mit steigender [CaM] verschiebt sich die beobachtete Diffusionszeit von τPep zu
τCaM/Pep.
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5.3 Ergebnisse & Diskussion
5.3.1 Einfluss von Ca2+ auf die druckabhängigen CS von CaM
Um neue Einblicke in die Energielandschaft von CaM zu bekommen, wurden FT-IR-
spektroskopische Messungen unter hohen hydrostatischen Drücken durchgeführt (siehe
Abschnitt 5.2.3). Bezüglich der Sekundärstruktur weisen apo- und holo-CaM eine hohe
Druckstabilität in einem Bereich von 0,1-1200 MPa auf (siehe Abb. A.4). Bei Atmosphären-
druck liegen die Maxima der Amid-I’-Banden (1700-1600 cm−1) in den Absorptionsspektren
von apo- und holo-CaM jeweils bei 1643 cm−1 und 1644 cm−1 (siehe Abb. 5.4A (i) und
(ii)). Die Amid-I’-Banden in den Absorptionsspektren der beiden CaM-Zustände unter-
scheiden sich kaum voneinander, jedoch konnten durch die Bildung der 2. Ableitung der
entsprechenden Spektren einige Unterschiede deutlich sichtbar gemacht werden (siehe
Abb. 5.4B (i) und (ii)). Neben den Minima bei 1676/1675 cm−1 und 1643/1644 cm−1, die
für beide Formen auftreten, weist die 2. Ableitung des Absorptionsspektrum von holo-CaM
ein ausgeprägtes Minimum bei 1662 cm−1 auf, das bei apo-CaM weniger intensiv ist.
Dahingegen hat das breite Minimum um 1644 cm−1 in der 2. Ableitung von apo-CaM
bei etwa 1648 cm−1 und 1643 cm−1 zwei Schultern, die charakteristisch für die C - bzw.
N -terminale Domäne von apo-CaM sind.[202] Darüber hinaus kann in der 2. Ableitung von
apo-CaM eine kleine Schulter bei etwa 1631 cm−1 beobachtet werden, die bei holo-CaM
kaum sichtbar ist.
Die Zuordnung dieser Banden zu Sekundärstrukturelementen ist nicht einfach, da die
Amid-I’-Bande von CaM um 1644 cm−1 zentriert ist, was normalerweise auf ungeordnete
Strukturen hindeutet.[203] Kristallstrukturanalysen[169] und andere Strukturuntersuchungen
mittels Circulardichroismus (CD)-[204] oder NMR-Spektroskopie[165] zeigten dahingegen,
dass CaM einen hohen Anteil an α-Helices besitzt. Folglich haben Trewhella et al.
vorgeschlagen, dass die für CaM charakteristische Verschiebung der IR-Bande zu nied-
rigeren Wellenzahlen auf die starken Wasserstoffbrückenbindungen zwischen den Car-
bonylgruppen im Peptidrückgrat der exponierten Helices und den Lösungsmittelmolekülen
zurückzuführen ist.[205] Daher tragen sowohl ungeordnete als auch helikale Strukturen
zu der Bande bei 1644 cm−1 bei, weshalb die Unterscheidung zwischen diesen Struktu-
relementen erschwert wird. Die IR-Bande bei 1676 cm−1/1675 cm−1 kann den β-turns
und -Schleifen zugeordnet werden, während die Bande bei 1662 cm−1 sowohl Beiträge
von den β-turns/-Schleifen als auch von den Helices enthält.[202,205,206] Im Allgemeinen
wird die Subbande bei ungefähr 1631 cm−1 den β-Faltblättern zugeordnet, die in CaM
jedoch nur zu geringen Anteilen (∼ 4-6 %) zwischen den beiden Ca2+-bindenden Schleifen
gefunden werden können (siehe Abb. 5.1). Diese Bande kann jedoch auch längliche Ketten,
die α-helikale Zylinder verbinden und häufig in Proteinen mit hohem helikalen Inhalt
gefunden werden, repräsentieren.[205,207,208] Neueste FT-IR-Studien haben gezeigt, dass
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Abb. 5.4: FT-IR-Absorptionsspektren von apo-CaM (i), holo-CaM (ii) und holo-CaM/K-Ras4B-Peptid
(1:10) (iii) in den jeweiligen D2O-Puffern bei 25 °C, 0,1 MPa und cProtein =10 mg/mL (A). Die jeweilige
2. Ableitung dieser Spektren (B). Adapted from: N. Erwin, S. Patra and R. Winter, Phys. Chem. Chem.
Phys., 2016, 18, 30020 - Reproduced by permission of the PCCP Owner Societies.
lösungsmittelexponierte α-Helices in Alanin-basierten und coiled coil -Peptiden ebenfalls zu
der IR-Bande bei ∼ 1630 cm−1 beitragen können. Diese Helices wurden interessanterweise
mit zunehmendem Druck stabilisiert.[209,210]
Die Anwendung von hohen hydrostatischen Drücken führte nur zu kleinen Änderungen in
den resultierenden Spektren, was darauf hindeutet, dass CaM sowohl im Ca2+-freien als
auch im Ca2+-gebundenen Zustand gleichmäßigen Drücken bis zu 1200 MPa standhält,
weshalb beide Zustände für eine solche Analyse von CS geeignet sind. Diese Druckstabilität
scheint für EF-Hand-Proteine nicht ungewöhnlich zu sein, da z.B. Troponin C unter Druck
nur bei der Verwendung von hohen Harnstoffkonzentrationen denaturiert.[211] In Abbil-
dung 5.5 sind die Differenzspektren beider CaM-Formen, bei denen das jeweilige puffer-,
basislinienkorrigierte und flächennormierte Spektrum bei 0,1 MPa von den Spektren bei
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Abb. 5.5: Druckabhängige Differenzspektren von apo-CaM (A) und holo-CaM (B). Die jeweiligen puffer-,
basislinienkorrigierten und flächennormierten Spektren bei 0,1 MPa werden dabei von den Spektren bei
höheren Drücken subtrahiert. Adapted from: N. Erwin, S. Patra and R. Winter, Phys. Chem. Chem.
Phys., 2016, 18, 30020 - Reproduced by permission of the PCCP Owner Societies.
höheren Drücken subtrahiert wurde, dargestellt. Hier wird deutlich, dass die größten
druckinduzierten Änderungen in den Amid-I’-Banden zwischen 1674 cm−1 und 1652 cm−1
sowie bei 1631-1628 cm−1 auftreten, wobei die Intensitätsabnahme bei 1662 cm−1 für
holo-CaM deutlich stärker ausgeprägt ist als für apo-CaM.
Diese Änderungen sind in den Spektren der 2. Ableitung deutlicher sichtbar (siehe Abb. 5.6).
Für holo-CaM nimmt das Minimum bei 1644 cm−1 mit zunehmendem Druck ab, während
gleichzeitig eine Schulter bei 1631 cm−1 erscheint. Diese spektralen Änderungen resultieren
vermutlich aus einer partiellen Entfaltung der α-Helices und der damit einhergehenden
Bildung länglicher Kettensegmente zwischen den verbleibenden α-Helices[208] oder aus der
Exposition α-helikaler Segmente.[209,210] In Abbildung 5.6B ist ab 300 MPa außerdem eine
Aufspaltung des Minimums bei ungefähr 1662 cm−1 in die zwei Banden bei 1665 cm−1 und
1657 cm−1 zu sehen, die jeweils den β-Schleifen und α-helikalen Strukturen zugeordnet
werden können. Solch eine druckinduzierte Spaltung von FT-IR-Banden wurde auch für
andere Proteine, wie z.B. N-Ras, beobachtet.[193] Die Verschiebung der Bande zu niedrige-
ren Wellenzahlen kann auf die Exposition α-helikaler Strukturen zurückgeführt werden,
weil dadurch ein H/D-Austausch für die Reste, die zuvor ins Proteininnere gerichtet waren
und keinen Zugang zu dem deuterierten Lösungsmittel hatten, ermöglicht wird.[212] Der
H/D-Austausch wird im Allgemeinen durch Druck verstärkt, da Wassermoleküle mit
zunehmendem Druck ins Proteininnere eindringen.[191] Für apo-CaM verschiebt sich das
Minimum bei 1644 cm−1 mit steigendem Druck zu niedrigeren Wellenzahlen, was darauf
hindeutet, dass die helikalen Strukturen dem Lösungsmittel stärker ausgesetzt werden
und die α-Helices sich teilweise durch Bildung länglicher Ketten entfalten, auch wenn die
Schulter bei 1631 cm−1 weniger ausgeprägt ist als für holo-CaM (siehe Abb. 5.6A).
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Abb. 5.6: 2. Ableitung der druckabhängigen, puffer- und basislinienkorrigierten sowie flächennormierten
FT-IR Absorptionsspektren von apo-CaM (A) und holo-CaM (B). Adapted from: N. Erwin, S. Patra and
R. Winter, Phys. Chem. Chem. Phys., 2016, 18, 30020 - Reproduced by permission of the PCCP Owner
Societies.
Eine quantitative Analyse der Sekundärstrukturanteile erfolgte durch die Anpassung der
gemessenen Amid-I’-Banden mit den vier zugrunde liegenden Subbanden unter Verwen-
dung von Gauß-Funktionen (exemplarisch für holo-CaM in Abbildung A.5 dargestellt).
Dadurch konnten zum einen die druckinduzierten Änderungen in der Sekundärstruktur
verfolgt und zum anderen Konformationsgleichgewichte zwischen den CS aufgedeckt wer-
den. Wie aus Abbildung 5.7 hervorgeht, existieren bei Atmosphärendruck nur geringe
Unterschiede in der Sekundärstruktur von apo- und holo-CaM, was mit den früheren
NMR-spektroskopischen und röntgenkristallographischen Daten übereinstimmt.[166,169]
Obwohl beide Proteinformen ihre gefaltete Struktur über den gesamten Druckbereich
beibehalten, unterscheiden sich die druckinduzierten Konformationsumwandlungen deut-
lich voneinander. Für apo-CaM nehmen die Subbanden bei 1662 cm−1 und 1644 cm−1
kontinuierlich um insgesamt 4 % bzw. 6 % ab, wohingegen der Anteil der Subbande bei
1631 cm−1 bis 800 MPa stetig um 8 % ansteigt (siehe Abb. 5.7A). Demzufolge liegt der
Konformationsumwandlungsdruck bei 400 MPa. Diese Ergebnisse deuten auf die Bildung
von stärker lösungsmittelexponierten helikalen Strukturen hin. Darüber hinaus kann auch
eine partielle Entfaltung stattfinden, da sich bei höheren Drücken mehr längliche Ketten
auf Kosten der helikalen Strukturen im Ca2+-freien CaM ausbilden. Im Allgemeinen ist
die N -terminale Domäne von Proteinen mit EF-Hand-Motiven im Ca2+-freien Zustand
stabiler gegenüber hohen Temperaturen und Drücken als die C -terminale Domäne.[211,213]
Dies führt zu der Annahme, dass die detektierten strukturellen Änderungen von apo-CaM
ebenfalls in der C -terminalen Domäne oder der Linkerregion ablaufen.
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Abb. 5.7: Aus der Bandenanpassung ermittelte Änderungen der Sekundärstrukturelemente von apo-CaM
(A) und holo-CaM (B) in Abhängigkeit des Druckes. An die Datenpunkte ist die Boltzmann-Funktion
(siehe Gl. 5.3) angepasst (durchgehende Linie). Adapted from: N. Erwin, S. Patra and R. Winter, Phys.
Chem. Chem. Phys., 2016, 18, 30020 - Reproduced by permission of the PCCP Owner Societies.
Im Gegensatz dazu treten die größten Strukturänderungen in holo-CaM bis 400 MPa
auf, weshalb der Übergangsdruck bei etwa 200 MPa liegt. Dies weist auf eine geringere
strukturelle Stabilität von CaM in Gegenwart von Ca2+-Ionen hin. Bis 400 MPa verringert
sich das Flächenintegral unter der Subbande bei 1662 cm−1 um etwa 6 %, während jenes
bei 1631 cm−1 um den gleichen Beitrag zunimmt. Oberhalb von 400 MPa weist holo-CaM
nur geringe Änderungen in der Sekundärstruktur auf. Bis 1200 MPa erhöht sich die
Fläche der Subbande bei 1631 cm−1 um weitere 3 %, wohingegen die Subbandenfläche
bei 1644 cm−1 im gesamten Druckbereich um 4 % sinkt. In Bezug auf die Anteile der
Sekundärstrukturelemente ähnelt der Subzustand von holo-CaM bei etwa 300 MPa dem
von apo-CaM bei 1200 MPa. Unter der Annahme eines thermodynamischen Gleichgewichts
zwischen diesen beiden CS von apo- und holo-CaM konnten die Volumenänderungen
∆V −◦ , die mit diesen Konformationsänderungen einhergehen, direkt aus der Anpassung
des druckabhängigen Kurvenverlaufs der Sekundärstrukturanteile unter Verwendung der
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Boltzmann-Gleichung (siehe Gl. 5.3) ermittelt werden. Für apo- und holo-CaM ergab
sich eine Volumenänderung von −10 mL mol−1 bzw. −24 mL mol−1. Diese ∆V −◦ -Werte
liegen in einer ähnlichen Größenordnung wie die von Gibrat et al. publizierten Werte, die
mittels intrinsischer Fluoreszenzmessungen für apo- und holo-CaM bis 700 MPa ermittelt
wurden.[214] Für gewöhnlich sind die Volumenänderungen, die bei der druckinduzierten
Entfaltung von Proteinen gefunden werden, um den Faktor 2-6 größer.[215]
Ca2+-bindende Proteine mit EF-Hand-Motiven wie CaM, Troponin C und Parvalbumin,
weisen im IR-Spektrum zwischen 1590 cm−1 und 1550 cm−1 charakteristische antisymme-
trische COO−-Streckschwingungen auf. Diese Banden sind auf die Carboxylatgruppen der
an der Ca2+-Koordinierung beteiligten Asparaginsäure (Asp)- und Glutaminsäure (Glu)-
Seitenketten zurückzuführen.[216] Beim Vergleich der FT-IR-Absorptionsspektren von apo-
und holo-CaM sind signifikante Unterschiede in diesem Bereich erkennbar (siehe Abb. 5.4A
(i) und (ii)). Im IR-Absorptionsspektrum von holo-CaM können die beiden charakte-
ristischen Banden der Ca2+-koordinierenden Carboxylatgruppen von Asp und Glu bei
1578 cm−1 bzw. 1554 cm−1 beobachtet werden, wohingegen im Spektrum von apo-CaM nur
eine breite Bande bei 1576 cm−1 zu sehen ist. Diese Bande konnte durch die Bildung der
2. Ableitung besser aufgelöst werden, sodass zwei Minima bei 1581 cm−1 und 1565 cm−1
erscheinen (siehe Abb. 5.4B (i)), denen die antisymmetrische Schwingung der ionischen
Carboxylatgruppen zugrunde liegt.
Für holo-CaM nimmt mit zunehmendem Druck die Intensität der Banden bei 1579 cm−1
und 1554 cm−1 ab, während gleichzeitig die Bandenintensität bei 1563 cm−1 steigt, wie
in Abbildung 5.6B zu erkennen ist. Dies weist auf eine Freisetzung der Ca2+-Ionen aus
dem Protein hin, was zur Bildung eines anderen Zustandes führt. Anhand der Auftragung
der aus der 2.Ableitung erhaltenen Bandenintensitäten bei 1579 cm−1 und 1554 cm−1 als
Funktion des Drucks (siehe Abb. 5.8) wird deutlich, dass bei holo-CaM die Dissoziation
von Ca2+ zwischen 300 und 800 MPa abläuft. Solch eine druckinduzierte Ca2+-Freisetzung
wurde auch für andere Ca2+-bindende Proteine wie Parvalbumin und α-Lactalbumin
beobachtet.[217,218] Die Ca2+-Freisetzung steht hier jedoch nicht im Zusammenhang mit
Änderungen in der Sekundärstruktur, da die Ca2+-Ionen in einem Druckbereich dissoziieren,
in dem keine markanten Sekundärstrukturänderungen festgestellt werden konnten.
Zusammengenommen deuten diese Ergebnisse darauf hin, dass Ca2+ einen beträchtlichen
Einfluss auf die druckinduzierten Konformationsänderungen von CaM hat, obwohl die
Sekundärstrukturen von apo- und holo-CaM bei Atmosphärendruck kaum Unterschiede auf-
weisen. In beiden CaM-Zuständen bewirken hohe hydrostatische Drücke eine Verschiebung
des Konformationsgleichgewichtes zu einem stärker solvatisierten Subzustand mit einem
geringeren helikalen Anteil bei 400 MPa für apo-CaM und bei 200 MPa für holo-CaM. Der
zugrunde liegende Mechanismus hängt wahrscheinlich mit den bekannten Druckeffekten
zusammen, wie z.B. dem Brechen von im Proteininneren verborgenen Ionenbindungen
und dem Schwächen hydrophober Wechselwirkungen.[190,191] Dies führt vermutlich zur
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Abb. 5.8: Druckinduzierte Ca2+-Freisetzung aus holo-CaM. Normierte Intensität aus dem Spektrum
der 2. Ableitung von holo-CaM bei 1554 cm−1 und 1579 cm−1. An die experimentellen Daten ist eine
sigmoidale Kurve (durchgehende Linie) angepasst. Adapted from: N. Erwin, S. Patra and R. Winter, Phys.
Chem. Chem. Phys., 2016, 18, 30020 - Reproduced by permission of the PCCP Owner Societies.
Umorientierung und partiellen Entfaltung der Helices in den EF-Hand-Motiven beider
Domänen, wobei die stärkere Solvatisierung wahrscheinlich aus dem druckinduzierten
Eindringen der Wassermoleküle ins Proteininnere resultiert.
Wie bereits beschrieben, wird im Allgemeinen angenommen, dass apo-CaM in Lösung eine
„geschlossene“ Konformation mit einer bündelartigen Struktur, die aus den vier α-Helices
der EF-Hand-Motive gebildet wird, annimmt. Dadurch werden die für die Bindung von
Zielproteinen essentiellen hydrophoben Regionen im Inneren des Proteins verborgen. Nach
der Ca2+-Bindung geht CaM in einen „offenen“ Zustand über, in dem die hydrophoben
Bindungsoberflächen durch die Umlagerung der Helices in den EF-Hand-Motiven zugäng-
licher gemacht werden, ohne dass die Sekundärstruktur des Proteins erheblich beeinflusst
wird.[166]
Kürzlich veröffentlichte NMR- und MD-Simulationsstudien haben gezeigt, dass diese „ge-
schlossene“ Struktur der C -terminalen Domäne von apo-CaM in Lösung zwar dominiert,
aber im Gleichgewicht mit einem „offenen“ holo-ähnlichen Zustand liegt, der die Bindung
von Ca2+-Ionen und Zielproteinen erleichtert.[177,219] Interessanterweise wurde in Neutronen-
Kleinwinkelstreu (small angle neutron scattering, SANS)- und Fluoreszenzspektroskopie-
Experimenten eine stärkere Solvatisierung der hydrophoben Bereiche sowie eine Ausdeh-
nung der apo-CaM-Domänen unter Hochdruck beobachtet, was auf eine druckinduzierte
„Öffnung“ von apo-CaM hinweist.[214] Diese Ergebnisse stimmen mit den hier erhaltenen
FT-IR-Daten überein, die bei höheren Drücken eine vermehrte Bildung lösungsmittelexpo-
nierter α-Helices in apo-CaM zeigen. Tatsächlich wurde in einer ähnlichen Studie mit der
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N -terminalen Domäne von Troponin C festgestellt, dass Druckanwendungen in Kombina-
tion mit niedrigen Temperaturen in der Freilegung unpolarer Oberflächen resultieren, was
an den „offenen“, Ca2+-gebundenen Zustand dieser Domäne erinnert.[220]
Darüber hinaus haben MD-Simulationen gezeigt, dass eine Entfaltung für den Übergang
vom apo- zum holo-ähnlichen Zustand weitestgehend irrelevant ist, jedoch wurde ein
Intermediat bei dieser Konformationsumwandlung entdeckt, das eine partiell entfaltete
Helix im EF-Hand-Motiv und folglich eine deformierte Ca2+-Bindungsstelle aufweist.[177]
Solche strukturellen Änderungen stimmen mit unseren experimentellen Ergebnissen (siehe
Abb. 5.7A) überein, die eine Zunahme von länglichen Ketten (8 %) auf Kosten von β-turns
und helikalen Strukturelementen (10 %) in dem CS von apo-CaM bei höheren Drücken zei-
gen. Komplementäre druckabhängige multidimensionale NMR-Spektroskopiedaten könnten
helfen, ortsspezifische Fluktuationen und Konformationsänderungen im Protein genauer
zu lokalisieren.
Für holo-CaM konnte durch Druckanwendung eindeutig ein bei 200 MPa auftretender
Subzustand mit vollständig gesättigten Ca2+-Bindungsstellen und einer partiell entfalteten
Helix nachgewiesen werden. Da die Entfaltung einer Helix im EF-Hand-Motiv sofort eine
Ca2+-Freisetzung verursachen würde, erfolgt die hier detektierte partielle Entfaltung der
Helix wahrscheinlich im Linkerbereich, wodurch das zuvor hantelförmige CaM-Protein
eine eher kompakte Form annehmen würde. Diese Vermutung wird durch eine frühere
Hochdruck-SANS-Studie mit holo-CaM unterstützt, die von einer Verdichtung des Proteins
in einem Druckbereich von 0,1-250 MPa berichtet.[214] Der hier bei 200 MPa entdeckte kom-
pakte CS weist dennoch eine höhere Solvatisierung als der Grundzustand auf, da zusätzlich
helikale Strukturen bei höheren Drücken exponiert wurden. Solch ein kompakter Zustand
von holo-CaM würde sicherlich die Bildung eines globulären CaM/Zielprotein-Komplexes
erleichtern. Dieser Zustand muss jedoch offen genug sein, um den Zugang der Liganden
weiterhin zu ermöglichen. Diese Anforderungen werden durch den für holo-CaM detek-
tierten CS bei 200 MPa erfüllt, weshalb dieser Subzustand von großer Bedeutung für die
Zielproteinerkennung und -bindung sein könnte. Darüber hinaus zeigen die in dieser Studie
erhaltenen Ergebnisse deutlich, dass hohe hydrostatische Drücke zu strukturellen Umlage-
rungen führen, die eine Ca2+-Dissoziation oberhalb von 300 MPa ohne weitere Änderungen
der Sekundärstruktur verursachen. Obwohl die Kurve in Abbildung 5.8 ein Plateau bei
800 MPa erreicht, könnte es möglich sein, dass nur eine der Domänen ihre Ca2+-Ionen frei-
gesetzt hat. Diese Annahme wird durch die unterschiedlichen Ca2+-Bindungsaffinitäten der
beiden Domänen unterstützt.[164] Es wird vermutet, dass solch ein partiell Ca2+-beladenes
CaM-Protein ein stabiles Intermediat im Ca2+-Bindungsprozess ist und eine wichtige Rolle
bei der Zielproteinbindung spielt.[221] Beispielsweise zeigte eine Röntgenkristallstruktur ein
an Adenylylcyclase gebundenes CaM mit einer Ca2+-gesättigten C -terminalen Domäne
und einer Ca2+-freien N -terminalen Domäne.[222]
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5.3.2 Einfluss der K-Ras4B-HVR auf die druckabhängigen CS von CaM
CaM durchläuft nicht nur Konformationsänderungen in Abhängigkeit von Ca2+, sondern
auch bei der Bindung von Zielproteinen. Das hantelförmige holo-CaM-Protein wickelt
sich dabei normalerweise um die CaM-Bindungssequenz des Zielproteins, sodass sich
ein kugelförmiger und kompakter Komplex bildet. Druckabhängige FT-IR-Spektroskopie-
Experimente wurden in Gegenwart der K-Ras4B-HVR durchgeführt, die neben dem
Farnesylanker eine polybasische Sequenz enthält, die beide für die Assoziation mit CaM
erforderlich sind. Mittels FCS wurde überprüft, ob die aus 12 AS bestehende K-Ras4B-
Peptidsequenz tatsächlich an CaM bindet.
Zu diesem Zweck wurde die freie Thiolgruppe des N -terminalen Cys im Peptid mit einem
Maleimid-funktionalisiertem Fluorescein markiert (siehe Abschnitt 5.2.2). Daraufhin
wurden die Autokorrelationskurven der fluoreszierenden K-Ras4B-HVR in Gegenwart
unterschiedlicher CaM-Mengen aufgezeichnet (siehe Abschnitt 5.2.5). Die experimentelle
Durchführung der FCS-Messungen erfolgte in Zusammenarbeit mit Dr. Satyajit Patra
(Postdoktorand am Lehrstuhl für Physikalische Chemie I, TU Dortmund). Die Diffusions-
koeffizienten D und mittleren Diffusionszeiten τ i des Peptids, die aus der Auswertung
der gemessenen Autokorrelationskurven abgeleitet wurden, sind in Abbildung 5.9 als
Funktion der CaM-Konzentration dargestellt. Daraus konnte eine Dissoziationskonstante
von 12,9 µM gemäß Gleichung 5.8 ermittelt werden. Ein vergleichbarer Kd-Wert wurde
in einer anderen Studie mittels Isothermer Titrationskalorimetrie (isothermal titration
calorimetry, ITC) bestimmt.[106]
Abb. 5.9: Diffusionskoeffizient (schwarz) und mittlere Diffusionszeit (blau) des Fluorescein-markierten
K-Ras4B-Peptids als Funktion der CaM-Konzentration. Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardab-
weichung aus 5-10 Messungen. Die Linie stellt die Anpassung an die experimentell erhaltenen Daten unter
Verwendung von Gleichung 5.8 dar. Adapted from: N. Erwin, S. Patra and R. Winter, Phys. Chem. Chem.
Phys., 2016, 18, 30020 - Reproduced by permission of the PCCP Owner Societies.
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Abb. 5.10: Aus SAXS-Experimenten ermittelte Abstandsverteilungsfunktion für holo-CaM in Abwesen-
heit (durchgezogene Linie) und in Gegenwart der K-Ras4B-HVR (gestrichelte Linie) in Ca2+-haltigen
Puffer bei 25 °C. Die hantelförmige Struktur von holo-CaM geht bei der Bindung der K-Ras4B-HRV in
eine kompakte, globuläre Form über. Das molare Verhältnis von Protein zu Peptid beträgt 1:10. Adapted
from: N. Erwin, S. Patra and R. Winter, Phys. Chem. Chem. Phys., 2016, 18, 30020 - Reproduced by
permission of the PCCP Owner Societies.
Um die strukturellen Eigenschaften des holo-CaM/K-Ras4B-HVR-Komplexes zu erforschen,
wurden komplementäre SAXS-Experimente für holo-CaM in An- und Abwesenheit des
K-Ras4B-Peptids durchgeführt (siehe Abschnitt 5.2.4). Die aus den SAXS-Daten bestimm-
te Abstandsverteilungsfunktion P (r) (siehe Abb. 5.10) zeigt, dass das Ca2+-gebundene
CaM-Protein eine hantelförmige Struktur in Lösung aufweist, aber im Komplex mit dem
K-Ras4B-Peptid eine globuläre Form annimmt. Dies wird auch durch den bestimmten Gy-
rationsradius Rg, der für holo-CaM 2,17 nm und für den Protein/Peptid-Komplex 1,96 nm
beträgt, unterstützt. Ähnliche Abstandsverteilungsfunktionen und Rg-Werte wurden für
holo-CaM-Komplexe mit verschiedenen myristoylierten Peptiden gefunden.[184,223] Die Bin-
dung dieser lipidierten Peptide unterscheidet sich von der der anderen CaM-bindenden,
nicht-lipidierten Peptide, die im Komplex mit CaM eine helikale Struktur annehmen (siehe
Abb. 5.2). Obwohl bei der Bindung von holo-CaM und den myristoylierten Peptiden
ebenfalls ein globulärer Komplex entsteht, bilden diese Peptide keine α-Helix, sondern
verbergen ihren Lipidanker in den hydrophoben Kavitäten von CaM.[107] Dies führt zu
der Annahme, dass die farnesylierte K-Ras4B-Sequenz bei der Bindung an holo-CaM
ebenfalls ihre überwiegend unstrukturierte Form beibehält und den Lipidanker in die
hydrophoben Taschen von CaM einlagert. Tatsächlich wurde diese Vermutung kürzlich
durch eine MD-Simulationsstudie bestätigt.[224]
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Das K-Ras4B-Peptid selbst unterliegt bei Druckanwendung keinen sichtbaren strukturellen
Änderungen, wie in den FT-IR-Spektren der Amid-I’-Bande zu sehen ist (siehe Abb. A.6).
Das Intensitätsmaximum der Amid-I’-Bande liegt bei 1647 cm−1, was auf einen großen
Anteil ungeordneter Strukturen hindeutet. In den nachfolgenden Studien des holo-CaM/K-
Ras4B-HVR-Komplexes wurde der geringe Beitrag des Peptids zu der Amid-I’-Bande von
CaM vernachlässigt.
Beim Vergleich der FT-IR-Spektren von holo-CaM in Ab- und Anwesenheit des K-Ras4B-
Peptids (siehe Abb. 5.4 (ii) und (iii)) fallen deutliche Unterschiede auf, wie z.B. die
Verschiebung der Minima bei 1675 cm−1 und 1662 cm−1 zu niedrigeren Wellenzahlen. Dies
wird höchstwahrscheinlich durch die Umorientierung der β-Schleifen verursacht, damit
die hydrophoben Bindungsregionen der beiden Domänen die Farnesylgruppe des Peptids
besser aufnehmen können (siehe Abb. 5.10). Des Weiteren ist die Schulter bei 1631 cm−1
für den Protein/Peptid-Komplex stärker ausgeprägt als für holo-CaM allein, was auf eine
partielle Entfaltung der zentralen Helix zurückgeführt werden kann, wodurch die Bindung
des Peptids durch Bildung eines globulären Komplexes ermöglicht wird. Diese Vermutung
wird zusätzlich durch den Vergleich der Sekundärstrukturen von holo-CaM allein und
im Komplex mit der K-Ras4B-HVR bei Atmosphärendruck unterstützt (siehe Abb. 5.7B
und 5.11C). Im Vergleich zu holo-CaM ist die Fläche der Subbanden bei 1661 cm−1 und
1644 cm−1, die u.a. den α-helikalen Strukturen zugeordnet werden, um 4 % bzw. 6 %
für den Protein/Peptid-Komplex reduziert, während die Anteile der länglichen Ketten
(1631 cm−1) und β-Schleifen (1672 cm−1) jeweils um 5 % erhöht sind. Diese Strukturände-
rungen stimmen sehr gut mit den Röntgenkristallstrukturdaten für CaM im Komplex mit
dem myristoylierten Peptid CAP-23/NAP-22 überein.[107]
Aus den Differenzspektren und den Spektren der 2. Ableitung des holo-CaM/K-Ras4B-
HVR-Komplexes (siehe Abb. 5.11A und B) ist ersichtlich, dass sich die Intensitäten bei
1661 cm−1 und 1644 cm−1 mit zunehmendem Druck verringern, wohingegen die Intensität
bei 1631 cm−1 gleichzeitig steigt. Diese druckinduzierten Änderungen ähneln denen von
apo- und holo-CaM. Anders als bei holo-CaM nimmt die Bande bei 1661 cm−1 für den
Protein/Peptid-Komplex ohne Bandenaufspaltung bei höheren Drücken ab. Dies weist
darauf hin, dass in holo-CaM im Gegensatz zum Protein/Peptid-Komplex die zuvor im
Proteininneren verborgen Helices unter Druck exponiert werden.
Im Vergleich zu holo-CaM sind die druckabhängigen Sekundärstrukturänderungen, ins-
besondere die Strukturelemente, die mit den Subbanden bei 1644 cm−1 und 1631 cm−1
im Zusammenhang stehen, im Protein/Peptid-Komplex ausgeprägter (siehe Abb. 5.11C)
und erreichen Plateauwerte bei höheren Drücken (∼ 600 MPa). Die helikalen Strukturen,
die zu den Subbanden bei 1644 cm−1 und 1661 cm−1 beitragen, werden um 6 % bzw. 4 %
bis zu einem Druck von 600 MPa reduziert. In diesem Druckbereich nimmt die Fläche
der Subbande bei 1631 cm−1, welche die länglichen Ketten repräsentiert, um 10 % zu.
Oberhalb von 600 MPa werden keine weiteren Änderungen in der Sekundärstruktur des
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Abb. 5.11: Druckabhängige FT-IR-spektroskopische Analyse von holo-CaM/K-Ras4B-Peptid in D2O-
Puffer (20 mM TRIS (pD = 7,4), 150 mM NaCl, 10 mM CaCl2) bei 25 °C zwischen 0,1 und 1200 MPa.
Differenzspektrum (A) und 2. Ableitung (B) der puffer- und basislinienkorrigierten sowie flächennormierten
Spektren. Aus der Bandenanpassung ermittelte Änderung der Sekundärstrukturelemente in Abhängigkeit
des Drucks. An die Datenpunkte ist die Boltzmann-Funktion (siehe Gl. 5.3) angepasst (durchgehende
Linie) (C). Normierte Intensität aus dem Spektrum der 2. Ableitung bei 1554 und 1579 cm−1. An die
experimentellen Daten ist eine sigmoidale Kurve (durchgehende Linie) angepasst (D). Adapted from: N.
Erwin, S. Patra and R. Winter, Phys. Chem. Chem. Phys., 2016, 18, 30020 - Reproduced by permission
of the PCCP Owner Societies.
holo-CaM/K-Ras4B-Peptid-Komplexes detektiert. Diese Ergebnisse deuten darauf hin,
dass CaM im Komplex mit dem K-Ras4B-Peptid einen Konformationszustand annimmt, in
dem aufgrund der druckinduzierten Reorganisation des Protein/Peptid-Komplexes weitere
α-helikale Strukturen entfalten. Wand et al. haben gezeigt, dass solche Reorganisationen
in CaM/Zielpeptid-Komplexen unter Anwendung von Druck stattfinden, da intermolekula-
re Ionenpaare in der Bindungsstelle gespalten werden können, ohne dass das Zielpeptid
dissoziiert.[225,226] Dass elektrostatische Wechselwirkungen essentiell für die spezifische
Bindung von K-Ras4B an CaM sind, wurde bereits mehrmals erwähnt, denn die anderen
Ras-Isoformen, die keine polybasische Domäne besitzen, interagieren nicht mit CaM.[103,105]
Aus den druckinduzierten Sekundärstrukturänderungen wurde eine Volumenänderung von
−13 mL mol−1 für den Konformationszustand bei 300 MPa bestimmt. Solch eine kleine,
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negative Volumenänderung könnte eine Folge von Elektrostriktion sein, die sich aus der
Hydratation von separierten Ionenpaaren ergibt.
Ähnlich wie bei holo-CaM sind im FT-IR-Absorptionsspektrum des holo-CaM/K-Ras4B-
Peptid-Komplexes die Banden bei 1579 cm−1 und 1554 cm−1 zu sehen, die charakteristisch
für die Ca2+- koordinierenden Asp- und Glu-COO−-Gruppen sind (siehe Abb. 5.4A und B
(iii)). Mit zunehmendem Druck verringern sich die Intensitäten dieser Banden, während die
Bande bei 1665 cm−1 zunimmt. Anders als bei holo-CaM verläuft die Bandenintensität bei
1554 cm−1 als Funktion des Drucks (siehe Abb. 5.11D) für den Protein/Peptid-Komplex
nicht sigmoidal. Unmittelbar nach der Druckerhöhung nimmt die Kurve ab, erreicht zwi-
schen 300-600 MPa ein Plateau und sinkt dann weiter bis 1200 MPa. Dies weist auf
einen zweistufigen Mechanismus der Ca2+-Freisetzung mit einem dazwischen liegenden
Zustand hin. Da das K-Ras4B-Peptid alleine keine Banden in dieser Region aufweist
(siehe Abb. A.6), stammen diese Banden ausschließlich von dem Peptid-gebundenen CaM-
Protein. Die initiale Ca2+-Freisetzung bis 300 MPa könnte durch eine Reorganisation
im Protein/Peptid-Komplex verursacht werden, da in diesem Druckbereich typischerwei-
se ionische Wechselwirkungen durch Druck gestört und Hohlräume im Protein/Peptid-
Komplex mit Wassermolekülen gefüllt werden.[191] Interessanterweise korreliert diese initiale
Ca2+-Dissoziation mit Änderungen in der Sekundärstruktur. In der Druckregion von 600-
1200 MPa wird die Freisetzung der Ca2+-Ionen ohne deutliche Sekundärstrukturänderungen
fortgesetzt und resultiert in einem Zustand, der weitestgehend frei von Ca2+-Ionen ist.
Insgesamt deuten diese Ergebnisse darauf hin, dass das K-Ras4B-Peptid als Bindungs-
partner sowohl die Konformationsdynamik von CaM bei Atmosphärendruck als auch
die druckinduzierten Strukturänderungen dieses Proteins deutlich beeinflusst. Geringere
Drücke führen zu einer Reorganisation des holo-CaM/K-Ras4B-Peptid-Komplexes durch
die Störung und Brechung intermolekularer Bindungen, die nicht nur mit einer partiellen
Entfaltung α-helikaler Strukturen, sondern auch mit der Freisetzung von Ca2+ einhergehen.
Dies deutet daraufhin, dass es sich bei den partiell entfalteten Strukturen um die Helices
in den EF-Hand-Motiven handelt. Aufgrund der geringeren Ca2+-Bindungsaffinität und
thermischen Stabilität[164,213] finden die beobachteten Änderungen im unteren Druckbereich
(0,1-600 MPa) vermutlich in der N -terminalen Domäne statt. Folglich kann die anschlie-
ßende Ca2+-Freisetzung bei höheren Drücken (600-1200 MPa) der C -terminalen Domäne
zugeschrieben werden. In vorherigen NMR-Untersuchungen von CaM in Gegenwart un-
terschiedlicher Peptide wurde ein durch den Druck begünstigter Wasserstoffaustausch
in den Peptiden als Folge einer „offenen“ CaM-Struktur beobachtet.[225,226] Unter dieser
Annahme könnte CaM in Gegenwart des hier verwendeten Zielpeptids in einen stärker
solvatisierten und „offenen“ Zustand unter Druck übergehen. Der bei 600 MPa stabili-
sierte Zustand könnte daher eine wichtige Rolle bei der Erkennung und Bindung eines
Zielproteins spielen, da er im Vergleich zur hantelförmigen Struktur eine bereits teilweise
geschlossene Konformation aufweist, die für einen Liganden jedoch noch zugänglich ist.
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Darüber hinaus ist in diesem Zustand die erforderliche Bindungsoberfläche exponiert und
steht den initialen Interaktionen mit der Zielsequenz zur Verfügung, dennoch durchläuft
dieser CS nach der Bindung der Zielsequenz einen weiteren Übergang zu einem kompakten
globulären Komplex.
5.4 Zusammenfassung
Um das einzigartig promiskuitive Bindungsverhalten von CaM und die damit einherge-
hende funktionelle und strukturelle Diversität des Proteins besser zu verstehen, wurde die
Energielandschaft von CaM in Lösung erforscht. Es wird angenommen, dass energetisch
tiefliegende, angeregte Proteinzustände nahe dem nativen Zustand, die aufgrund von
intrinsischer Dynamik und Fluktuationen kleine Konformationsänderungen aufweisen,
eine wichtige Rolle bei der Erkennung und Bindung von Zielmolekülen spielen.[178,187] Der
Populationsanteil dieser funktionell relevanten CS kann unter ungestörten Bedingungen
so niedrig sein, dass diese nur schwer mit spektroskopischen Methoden detektiert werden
können und daher unentdeckt bleiben. In dieser Studie wurde Druck in Kombination mit
FT-IR-Spektroskopie verwendet, um die volumensensitiven Konformationsgleichgewichte
von CaM in Richtung dieser energetisch tiefliegenden angeregten Zustände zu verschieben
und die strukturellen Änderungen zu analysieren, die beim Übergang von einem CS zu ei-
nem anderen auftreten. Diese Studie zeigt, dass die Verwendung von hohen hydrostatischen
Drücken eine gute Möglichkeit bietet, den von CaM aufgespannten Konformationsraum
näher zu untersuchen. Die Ergebnisse zeigen, dass die Konformationsdynamik und die
Auswahl der CS von CaM stark von der Ca2+-Bindung und weiteren Bindungspartnern,
wie der K-Ras4B-HVR, beeinflusst werden. Die unterschiedlichen CS von CaM sind in
Abbildung 5.12 dargestellt. Durch Druck verschiebt sich das Konformationsgleichgewicht
im Allgemeinen in Richtung der stärker solvatisierten Subzustände, in denen die helikalen
Strukturen partiell entfaltet sind.
In Lösung liegt apo-CaM vorwiegend in einer „geschlossenen“ Konformation vor, in der die
hydrophoben Regionen, die wichtige Interaktionsoberflächen für die Zielproteine darstellen,
im Proteininnern verborgen sind. Unter Druck bilden sich mehr lösungsmittelexponierte
helikale Strukturen, was mit einer Ausdehnung der globulären apo-CaM-Domänen ein-
hergehen kann, wie in früheren Hochdruck-SANS-Experimenten gezeigt wurde.[214] Durch
diese druckinduzierte „Öffnung“ nimmt apo-CaM möglicherweise einen holo-ähnlichen
Zustand an,[177,219] der die Bindung von Ca2+-Ionen und Zielproteinen erleichtert.
Für holo-CaM wurden mehrere CS in Abhängigkeit des Drucks beobachtet. Bei 200 MPa
entsteht ein Subzustand mit vollständig gesättigten Ca2+-Bindungsstellen und einer partiell
entfalteten Helix, bei der es sich vermutlich um die zentrale α-Helix handelt. Dadurch
geht holo-CaM von der länglichen Hantelform in eine eher kompakte globuläre Struktur
über, die darüber hinaus einen höheren Anteil an solvatisierten Helices aufweist. Dieser
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Abb. 5.12: Schematische Darstellung der CS von CaM in An- und Abwesenheit von Ca2+ und dem
K-Ras4B-Peptid als Bindungspartner unter dem Einfluss von Druck. Während für apo-CaM nur ein CS
anhand der druckabhängigen IR-Daten identifiziert wurde, führt die Bindung von Ca2+ zu zwei energetisch
tiefliegenden angeregten CS, wobei der bei höheren Drücken beobachtete Zustand teilweise frei von Ca2+
ist. Nach der Bindung des lipidierten K-Ras4B-Peptids werden drei verschiedene globuläre Konformationen
mit unterschiedlichen volumetrischen Eigenschaften besetzt. Der bei tiefen Drücken stabilisierte CS weist
eine offenere und hydratisierte globuläre Struktur auf, die besonders dazu neigt, das lipidierte Peptid
zu binden. Die Proteinstrukturen (PDB-ID-Codes: 1DMO, 1CLL, 1PRW, 1CFF und 1L7Z) wurden mit
Chimera[65] (http://www.cgl.ucsf.edu/chimera) erstellt und modifiziert. Adapted from: N. Erwin, S. Patra
and R. Winter, Phys. Chem. Chem. Phys., 2016, 18, 30020 - Reproduced by permission of the PCCP
Owner Societies.
kompakte und teilweise geschlossene Subzustand könnte von großer Bedeutung für die
Zielproteinerkennung und -bindung sein, da der Bildung eines globulären CaM/Zielprotein-
Komplexes die partielle Entfaltung des helikalen Linkers zugrunde liegt. Ein weiterer
Ca2+-freier Zustand konnte bei höheren Drücken nachgewiesen werden.
Des Weiteren ließ sich aus den Ergebnissen der SAXS-Experimente ableiten, dass holo-CaM
mit dem farnesylierten und polybasischen K-Ras-4B-Peptid einen globulären Komplex
bildet, sodass sich der Lipidanker in den hydrophoben Taschen von CaM einlagern kann,
während die Peptidsequenz weiterhin in einer ungeordneten Struktur vorliegt. Dies wurde
kürzlich durch MD-Simulationen bestätigt.[224] Eine Druckerhöhung bis 600 MPa verur-
sacht vermutlich durch die Brechung intermolekularer Bindungen eine Reorganisation des
holo-CaM/K-Ras4B-Peptid-Komplexes. Dies führt nicht nur zur partiellen Entfaltung der
Helices in den EF-Hand-Motiven, sondern auch gleichzeitig zur Freisetzung von Ca2+. Die
Dissoziation der Ca2+-Ionen läuft dabei in einem zweistufigen Mechanismus ab. Bei höheren
Drücken (600-1200 MPa) dissoziieren die Ca2+-Ionen, ohne weitere Änderungen in der
Sekundärstruktur zu verursachen. Der bei 600 MPa stabilisierte CS stellt im Vergleich zum
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kompakten globulären Protein/Peptid-Komplex eine „offene“ CaM-Struktur dar, die auch
in Gegenwart anderer Peptide mithilfe von Hochdruck-NMR-Spektroskopie beobachtet
werden konnte.[225,226] In diesem „offenen“ CaM-CS sind die für ein lipidiertes und polyba-
sisches Peptid erforderlichen Bindungsoberflächen exponiert und stehen für Interaktionen
zur Verfügung. Daher spielt dieser CS vermutlich eine große Rolle für die Erkennung und
Bindung von K-Ras-4B sowie wie für andere lipidierte und polybasische Signalproteine.
Im Allgemeinen kann der hier verwendete Ansatz zur Identifizierung energetisch tieflie-
gender angeregter CS unter Verwendung von hohen hydrostatischen Drücken auch für die
Identifizierung und Charakterisierung von Konformationssubzuständen verwendet werden,
die für die Wirkstoffbindung relevant sind und nicht einfach aus Kristallstrukturdaten





Einfluss von UNC119A auf den
Membranbindungsprozess von c-Src∗
6.1 Einleitung
Wie in Abschnitt 1.2.3 beschrieben, gehören zu den peripheren Membranproteinen auch
die lipidierten SFKs, die die Signaltransduktionen von aktivierten Rezeptorproteinen
verstärken und aufrechterhalten, was ihr onkogenes Potential erklärt. Der bekannteste
Vertreter dieser Familie ist das ubiquitär exprimierte c-Src-Protein.[74,75] Eine erhöhte
Kinaseaktivität und/oder Expression dieses Proteins wurde in einer Vielzahl menschlicher
Krebserkrankungen beobachtet.[84,228] Die Lokalisation der SFKs an der zytosolischen Seite
der Plasmamembran ist entscheidend für die Aktivität der Kinasen in der Signalweiterlei-
tung, da dadurch zum einen die autokatalytische Aktivierung durch die Phosphorylierung
von Tyr419 und zum anderen die Wechselwirkungen mit den spezifischen Effektoren
begünstigt werden.[75,229] Die Assoziation von c-Src mit Membranen wird über das N -
terminale SH4-Segment, das einen permanenten Myristoylanker am N -Terminus sowie
eine benachbarte Sequenz basischer AS umfasst, vermittelt.[80,230] Neben der Insertion des
Myristoylankers in die Membran wird die Bindung durch die elektrostatischen Wechsel-
wirkungen zwischen den basischen AS und den negativ geladenen Phospholipiden in der
zytosolischen Seite der Plasmamembran verstärkt. Beide Bindungsmotive sind für eine
stabile, aber dennoch reversible Insertion von c-Src in der Membran erforderlich.[52] Die
verschiedenen Gibbs-Energiebeiträge zur Membranbindung lipidierter Proteine werden im













prot-prot + ... (6.1)
∗Die Ergebnisse dieser Studie wurden in der Ref. [227] veröffentlicht und werden in diesem Kapitel
teilweise wiedergegeben.
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Neben den bereits erwähnten Beiträgen, die aus der Lipidinsertion (∆G−◦hydrophob) und den
elektrostatischen Wechselwirkungen (G−◦electr) resultieren, tragen auch die Kettenlängen-
differenz des Protein-Lipidankers und der Acylketten der umgebenden Membranlipide
(∆G−◦mism) zur Gibbs-Energie des Membranbindungsprozesses bei. Darüber hinaus haben
auch die hohe Grenzflächenenergie an Lipidphasengrenzen heterogener Membranen, die
aus den Höhenunterschieden der Domänen (∆G−◦dom) resultiert, und der Krümmungsstress
(∆G−◦curve) in Membranen einen Einfluss auf Membranbindungsenergie lipidierter Proteine.
Des Weiteren tragen auch Protein-Protein-Interaktionen (∆G−◦prot-prot) sowie spezifische
Wechselwirkungen zwischen den Proteinen und Lipiden zur Gibbs-Energie des Bindungs-
prozesses bei. Die Größenordnung der einzelnen Beiträge hängt dabei von der molekularen
Struktur des lipidierten Proteins und der Membran ab.[231]
Die subzelluläre Lokalisation der SFKs reguliert nicht nur deren Aktivität, sondern scheint
zudem die Funktion der lipidierten Kinasen zu beeinflussen. Ähnlich wie bei den Ras-
Proteinen wird vermutet, dass die divergenten Lipidierungsmuster der SFKs die Lokalisation
in der Zelle und folglich die Auswahl der nachgeschalteten Effektorproteine modulieren.[78,81]
Darüber hinaus wurde in früheren Studien gezeigt, dass die Assoziation von c-Src mit der
Plasmamembran ausschlaggebend für die zelluläre Transformation ist.[85,86] Dies legt nahe,
dass die Lokalisation von c-Src in der Zelle streng reguliert wird, um eine ordnungsgemäße
Signalweiterleitung sicherzustellen.
Vor kurzem wurden die beiden Proteine UNC119A und UNC119B identifiziert, die am zyto-
solischen Transport von N -terminal myristoylierten Proteinen wie c-Src beteiligt sind.[93,94]
UNC119A/B sind strukturell mit dem farnesylbindenden Protein PDEδ verwandt.[232] Wie
in Abbildung 6.1A gezeigt, enthält UNC119A ein Immunglobulin-ähnliches β-Sandwich,
das eine hydrophobe Tasche bildet, in der Myristoylgruppen gebunden werden können
Abb. 6.1: Chemische Struktur von Myr-Src (A). Kristallstruktur von UNC119A im Komplex mit dem
myristoylierten NPHP3-Peptid (B). Chemische Struktur von Squarunkin A (C).
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(siehe Abb. 6.1A).[93,233] Dadurch wird der hydrophobe Lipidanker vom wässrigen Medium
abgeschirmt und die Diffusion der lipidierten Proteine im Zytosol erleichtert. Auf die-
se Weise assistiert der molekulare Chaperon UNC119A beim Transfer der Lipoproteine
zwischen den Membrankompartimenten in der Zelle. Zelluläre Studien haben kürzlich
gezeigt, dass UNC119A die Lokalisation der myristoylierten SFKs an der Plasmamembran
aufrechterhält.[94] Daher würde die Inhibierung der UNC119A/c-Src-Wechselwirkungen
einen neuen potentiellen Ansatz darstellen, um onkogenen c-Src-vermittelten Signaltrans-
duktionen entgegenzuwirken. Der zugrunde liegende Mechanismus, nach dem UNC119A
die Membranbindung myristoylierter Proteine reguliert, ist jedoch wenig charakterisiert, da
die meisten Studien mit UNC119A entweder in Abwesenheit von Membranen[234,235] oder
in Zellen[93,94,236,237] durchgeführt wurden. Um detaillierte mechanistische Einblicke in den
Membranbindungsprozess von c-Src in Gegenwart von UNC119A zu erhalten, wurde eine
kinetische Analyse der Interaktionen eines myristoylierten Peptids, das vom N -Terminus
des c-Src-Proteins (AS 2-9, Myr-Src) abgeleitet wurde, mit anionischen Modellmembra-
nen in An- und Abwesenheit von UNC119A durchgeführt. Darüber hinaus wurde der
Einfluss von Squarunkin A, einem niedermolekularen Inhibitor der Wechselwirkung zwi-
schen UNC119A und myristoylierten Liganden,[238] auf den Membranbindungsprozess von
Myr-Src in Gegenwart von UNC119A untersucht.
6.2 Material & Methoden
6.2.1 Material & Probenpräparation
Die in dieser Studie verwendeten Chemikalien und Lipide sowie wie ihre Bezugsquellen
sind in Tabelle 6.1 zusammengefasst.
Tab. 6.1: Bezugsquellen der Chemikalien und Lipide für die kinetischen Untersuchungen zur
Membranbindung von Myr-Src in Gegenwart von UNC119A.




Chloroform Merck (Darmstadt, Deutschland)
Cholesterol Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
DOPC Avanti Polar Lipids (Alabaster, USA)
DOPG
(1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-phospho-(1’-rac-glycerol))
Avanti Polar Lipids (Alabaster, USA)
DPPC Avanti Polar Lipids (Alabaster, USA)
DPPG
(1,2-Dipalmitoyl-sn-glycero-3-phospho-(1’-rac-glycerol))
Avanti Polar Lipids (Alabaster, USA)
MgCl2 Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
TRIS Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
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Die in Pulverform erhaltenen Lipide wurden zur Herstellung von Stammlösungen in
Chloroform gelöst (c = 10 mg/mL). Diese wurden verwendet, um die gewünschten Lipid-
mischungen in den erforderlichen Mengen zu erhalten. Nachdem das meiste Lösungsmittel
durch einen Stickstoffstrom verdampft worden war, wurde das restliche Chloroform durch
Trocknen im Vakuum für mindestens 2 h entfernt. Die getrockneten Lipidfilme wurden
mit der entsprechenden Menge an Puffer (20 mM TRIS (pH = 7,4) und 5 mM MgCl2)
hydratisiert. Nach ausgiebigem Durchmischen erfolgte eine Ultraschallbehandlung der
Proben für 5 min im Wasserbad bei einer Temperatur oberhalb der Phasenübergangstem-
peratur der jeweiligen Lipidmischung (homogene Lipidmischungen bei Raumtemperatur,
heterogene raft-ähnliche Lipidmischung ≥ 65 °C). Große multilamellare Vesikel wurden
durch fünf freeze-thaw -Zyklen[239] und eine anschließende Ultraschallbehandlung für 5 min
im temperierten Wasserbad erzeugt. Hierfür wurden die Proben abwechselnd in flüssigem
Stickstoff eingefroren und für 15 min im Wasserbad bei der entsprechenden Tempera-
tur inkubiert. Mittels Extrusion (21 Wiederholungen) durch eine Polycarbonatmembran
(WhatmanTM NucleoporeTM) mit einer Porengröße von 100 nm und oberhalb der Phasen-
übergangstemperatur der jeweiligen Lipidmischung wurden die multilamellaren Vesikel
in große unilamellare Vesikel (large unilamellar vesicles, LUVs) mit einer homogenen
Größenverteilung überführt.
6.2.2 Stopped-flow -Fluoreszenzspektroskopie
Die kinetischen Messungen wurden unter Verwendung einer Hi-Tech Scientific KinetAsyst
SF-61SX2 stopped-flow -Apparatur (TgK Scientific, Bradford-on-Avon, UK) durchgeführt.
Die Bindung von Myr-Src an die LUVs wurde mithilfe eines FRET-basierten Assays
untersucht. Als Donorfluorophor diente Rhodamin B (RhB), das mit dem C -Terminus
des c-Src-Peptids verknüpft war, und als Akzeptorfluorophor wurde Atto 647-markiertes
DOPE eingesetzt. Die Berechnung des Förster-Radius R0 für dieses FRET-Paar erfolgte
gemäß Gleichung 6.2.[240]
R0 =
9(ln 10) · κ2QdJ(λ)
128pi5NAn4b
(6.2)
Dabei ist κ der Orientierungsfaktor (κ2 = 2/3 für eine statistische Orientierung der Über-
gangsdipolmomente für Donor und Akzeptor), Qd die Quantenausbeute des Donors in
Abwesenheit des Akzeptors (0,65 für RhB)[241] und nb der Brechungsindex des Mediums
(1,33 für Wasser). Die spektrale Überlappung der Donoremission und Akzeptorabsorp-
tion wurde mit der a|e-UV-Vis-IR Spectral Software (FluorTools) berechnet und beträgt
J(λ) = 4,385·1015 nm4M−1cm−1. Die Donorvesikel enthielten 0,4 mol% Atto 647-DOPE,
während die Akzeptorvesikel, welche die gleiche Lipidzusammensetzung und Größe aufwei-
sen, frei von Fluorophoren waren. In Tabelle 6.2 sind die experimentellen Bedingungen für
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die Assoziations- und Dissoziationsexperimente zusammengetragen, wobei die angegebe-
nen Lipidkonzentrationen die der zugänglichen Lipide in der äußeren Lipiddoppelschicht
repräsentieren. Näherungsweise entspricht dies der Hälfte der gesamten Lipidkonzentration.
Des Weiteren muss beachtet werden, dass die gezeigten Probenkonzentrationen die nach
dem Mischen in der Mischkammer darstellen.
Tab. 6.2: Experimentelle Bedingungen für die Assoziations- und Dissoziationsexperimente
von Myr-Src mit Membranen. Die Lipidkonzentration repräsentiert die der zugänglichen
Lipide. Angegebene Probenkonzentrationen entsprechen denen in der Mischkammer.
Reaktionsspritze 1 Reaktionsspritze 2
Assoziation 0,5 µM RhB-Myr-Src Donorvesikel (cLipid = 1-75 µM)
Dissoziation
0,5 µM RhB-Myr-Src +
Donorvesikel (cLipid = 40 µM)
Akzeptorvesikel (cLipid = 400 µM)
Für die Dissoziationsexperimente wurden die Donorvesikel mit RhB-markiertem Myr-Src
gemischt und für etwa 30 min bei Raumtemperatur inkubiert. Aus den Assoziationsexperi-
menten war bekannt, dass eine Lipidkonzentration von 40 µM ausreicht, um den größten
Anteil des Peptids zu binden.
Zur Studie des Einflusses von UNC119A auf die Membranbindungskinetik von Myr-Src
wurden die Assoziationsexperimente zunächst mit zunehmenden Mengen an UNC119A (1)
und anschließend analog zu den vorherigen Experimenten mit variierenden Lipidkonzen-
trationen der Donorvesikel (2) durchgeführt (siehe Tab. 6.3).
Tab. 6.3: Experimentelle Bedingungen für die Assoziations- und Dissoziationsexperimente
von Myr-Src mit Membranen in Anwesenheit von UNC119A. Die Lipidkonzentration
repräsentiert die der zugänglichen Lipide. Angegebene Probenkonzentrationen entsprechen
denen in der Mischkammer.
Reaktionsspritze 1 Reaktionsspritze 2
Assoziation 1
0,5 µM RhB-Myr-Src +
0-2,5 µM UNC119A
Donorvesikel (cLipid = 40 µM)
Dissoziation 1
0,5 µM RhB-Myr-Src +
Donorvesikel (cLipid = 40 µM)
0-2,5 µM UNC119A
Assoziation 2
0,5 µM RhB-Myr-Src +
2,5 µM UNC119A
Donorvesikel (cLipid = 2,5 - 50 µM)
Dissoziation 2
0,5 µM RhB-Myr-Src +
Donorvesikel (cLipid = 40 µM)
2,5 µM UNC119A +
Akzeptorvesikel (cLipid = 400 µM)
In beiden Fällen wurde Myr-Src vorher mit UNC119A für ungefähr 30 min bei Raumtem-
peratur inkubiert, um die Bildung des Protein/Peptid-Komplexes zu gewährleisten, bevor
die Mischung mit den Donorvesikeln in der stopped-flow -Apparatur erfolgte. Der Einfluss
von UNC119A auf die Dissoziation von Myr-Src von der Modellmembran wurde in Ge-
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genwart (2) und Abwesenheit (1) von Akzeptorvesikeln untersucht. Analoge Experimente
wurden mit dem niedermolekularen Inhibitor Squarunkin A durchgeführt (siehe Tab. 6.4)
Tab. 6.4: Experimentelle Bedingungen für die Assoziations- und Dissoziationsexperimente
von Myr-Src mit Membranen in Anwesenheit von UNC119A und Squarunkin A. Die
Lipidkonzentration repräsentiert die der zugänglichen Lipide. Angegebene
Probenkonzentrationen entsprechen denen in der Mischkammer.
Reaktionsspritze 1 Reaktionsspritze 2
Assoziation 1
0,5 µM RhB-Myr-Src +
2,5 µM UNC119A +
2,5-6,25 µM Squarunkin A
Donorvesikel (cLipid = 40 µM)
Dissoziation 1
0,5 µM RhB-Myr-Src +
Donorvesikel (cLipid = 40 µM)
2,5 µM UNC119A +
2,5-6,25 µM Squarunkin A
Assoziation 2
0,5 µM RhB-Myr-Src +
2,5 µM UNC119A +
2,5 µM Squarunkin A
Donorvesikel (cLipid = 2,5 - 50 µM)
Dissoziation 2
0,5 µM RhB-Myr-Src +
Donorvesikel (cLipid = 40 µM)
2,5 µM UNC119A +
2,5 µM Squarunkin A +
Akzeptorvesikel (cLipid = 400 µM)
Die Konzentration von UNC119A wurde so gewählt, dass zu Beginn des Experiments der
größte Anteil des Peptids an das Protein gebunden war. Gemäß Gleichung 6.3 entspricht
der Anteil des an UNC119A gebundenen Peptids (θPep) bei einer UNC119A-Konzentration





In allen Experimenten wurde das RhB-markierte Myr-Src bei 546 nm unter Verwendung
einer XeHg-Bogenlampe angeregt. Für die Aufzeichnung der Fluoreszenzemission von
Atto 647-DOPE in den Donorvesikels, die aus dem Energietransfer nach Donorstimula-
tion resultiert, wurde ein Langpassfilter 650LP (cut-on 650nm/±2 nm, Omega Optical,
Brattleboro, USA) eingesetzt. Im Allgemeinen wurden 5-10 Einzelmessungen für jedes
Experiment akkumuliert, wobei mindestens drei unabhängige Messungen für jede Bedin-
gung durchgeführt wurden. Abhängig von der Kinetik variierte die Messzeit von 2-60 s.
Alle Messungen wurden bei 25 °C im Puffer (20 mM TRIS (pH = 7,4), 5 mM MgCl2)
durchgeführt. An die Daten der Assoziations- und Dissoziationsexperimente wurde eine
biexponentielle Gleichung (siehe Gl. 6.4) angepasst, die einen zweistufigen Bindungsprozess
beschreibt:
F (t) = F0 + A1(1− e−kobs,1t) + A2(1− e−kobs,2t) (6.4)
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Hier ist F (t) das Fluoreszenzsignal zum Zeitpunkt t. Die Amplituden A1 und A2 für
die erste bzw. zweite Bindungsphase können positiv für Assoziationsexperimente (ex-
ponentieller Anstieg) oder negativ für Dissoziationsexperimente (exponentieller Abfall)
sein. kobs,1 und kobs,2 stellen die beobachteten Geschwindigkeitskonstanten für den ersten
bzw. zweiten Bindungsschritt dar und F 0 ist die Fluoreszenzintensität einschließlich des
Hintergrundsignals zum Zeitpunkt t = 0. Da die Bindung in zwei Schritten erfolgt, kann







Unter den Bedingungen einer Reaktion pseudo-erster Ordnung, d.h. bei einer geringen
Peptidkonzentration [P] und einem Überschuss an Lipiden ([P][L]), wird die beobachtete
Geschwindigkeitskonstante der ersten Bindungsphase kobs,1 durch die folgende Gleichung
beschrieben:
kobs,1 = k−1 + k+1[L] + k+2 + k−2 (6.5)
Wenn die erste Gleichgewichtsreaktion sehr viel schneller als die zweite abläuft, kann
Gleichung 6.5 wie folgt vereinfacht werden:[242]
kobs,1 = k−1 + k+1[L] (6.6)
Die Bezeichnungen k+1 und k−1 stellen die Assoziationsgeschwindigkeitskonstante zweiter
Ordnung bzw. die Dissoziationsgeschwindigkeitskonstante erster Ordnung dar. Durch die
Variation der Lipidkonzentration [L] kann k+1 aus der Steigung der Auftragung von kobs,1
als Funktion von [L] ermittelt werden. Hierbei muss berücksichtigt werden, dass das Peptid
im Vesikel von etwa 60 Lipidmolekülen umgeben ist,[243] anstatt einen 1:1-Komplex mit
einem Lipid zu bilden. Daher wird die Steigung dieser Kurve mit 60 multipliziert, um den
korrigierten Wert für k+1 zu erhalten. Obwohl sich k−1 aus dem y-Achsenschnittpunkt
dieses Diagramms ableiten lässt, ist dieser extrapolierte Wert oft nicht so genau wie der
direkt aus einem Dissoziationsexperiment erhaltene Wert für k−1, insbesondere wenn dieser
in der Nähe des Ursprungs des Graphen liegt.[242] Da in den Dissoziationsexperimenten ein
großer Überschuss an Akzeptorvesikeln in Bezug auf die Donorvesikel verwendet wurde,
kann der Beitrag der erneuten Bindung in den beobachteten Geschwindigkeitskonstanten
eliminiert werden, d.h. die aus den Dissoziationsmessungen erhalten Werte für kobs,1 und
kobs,2 entsprechen direkt den Dissoziationsgeschwindigkeitskonstanten k−1 und k−2.











stellt die Bindungskonstante des ersten Bindungsschrittes dar. Unter der Annah-
me, dass die Bildung des ersten Zustandes stark begünstigt ist, kann kobs,2 näherungsweise
durch Gleichung 6.8 wiedergegeben werden:
kobs,2 = k+2 + k−2 (6.8)
Mithilfe aller Geschwindigkeitskonstanten können die Dissoziationskonstanten für jeden









Kd = Kd,1 ·Kd,2 (6.10)
Die Änderung der Standard-Gibbs-Energie ∆G−◦ für die Bindungsreaktion steht im
folgenden Zusammenhang mit der Bindungskonstanten Kb:
∆G−◦ = −RT lnKb (6.11)
R ist hier die Gaskonstante und T ist die Temperatur (in K).
6.3 Ergebnisse & Diskussion
6.3.1 Bindungsmechanismus von c-Src an Membranen
Das Peptid Myr-Src,[243] das Protein UNC119A[244] und der Inhibitor Squarunkin A[238]
wurden von Dr. Tom Mejuch (Postdoktorand, Abteilung Chemische Biologie, MPI für
molekulare Physiologie, Dortmund) gemäß bekannten Protokollen hergestellt und für
diese Studie zur Verfügung gestellt. Um mechanistische Einblicke in den Membranbin-
dungsprozess von Myr-Src in An- und Abwesenheit von UNC119A zu erhalten, wurde
ein FRET-basierter Bindungsassay entwickelt, der in den kinetischen Studien unter Ver-
wendung der stopped-flow -Technik eingesetzt wurde. Das am C -Terminus von Myr-Src
gebundene RhB bildete dabei mit Atto 647, das mit der Kopfgruppe von DOPE verknüpft
war, ein FRET-Paar. Die Überlappung des Emissions- und Absorptionsspektrums von RhB
und Atto 647 (siehe Abb. 6.2) deutet auf einen möglichen Energietransfer zwischen diesen
Fluorophoren in räumlicher Nähe hin. Der Förster-Radius für diese beiden Fluorophore
wurde gemäß Gleichung 6.2 berechnet und beträgt 6,13 nm, weshalb diese Fluorophore als
FRET-Paar verwendet werden können, um die Bindung des Peptids an die Membran zu
beobachten. Bei den Assoziationsexperimenten (siehe Abb. 6.3) wurde das RhB-markierte
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Abb. 6.2: Spektrale Charakterisierung von Rhodamin B (Absorption: orange, Emission: pink) und
Atto 647-DOPE (Absorption: blau, Emission: violett).
c-Src-Peptid mit den Atto 647-DOPE enthaltenden Donorvesikeln in einer stopped-flow -
Apparatur gemischt, was zu einem deutlichen Anstieg des FRET-Signals (Anregung:
546 nm, Emission: oberhalb von 650 nm) führte. Dahingegen nahm das FRET-Signal
ab, wenn Myr-Src von den Donorvesikeln dissoziierte und auf einen zehnfachen molaren
Überschuss an unmarkierten Akzeptorvesikeln gleicher Größe und Lipidzusammensetzung
transferiert wurde. In Abbildung 6.3B und C ist der zeitliche Verlauf der Assoziations-
und Dissoziationsexperimente exemplarisch für die Lipidzusammensetzung DOPC/DOPG
(80:20 mol%) dargestellt. Diese Kurven ließen sich bestmöglich durch biexponentielle Funk-
tionen (siehe Gl. 6.4) anpassen, was auf einen zweistufigen Bindungsprozess hinweist. Dies
steht im Einklang mit einer kürzlich durchgeführten SPR (Oberflächenplasmonenresonanz
(surface plasmon resonance))-Studie, in der ein zweistufiger Membranbindungsmechanismus
für das c-Src-Peptid vorgeschlagen wurde.[245] Solch ein zweistufiger Bindungsprozess wurde
auch für andere lipidierte Proteine berichtet, wie z.B. für das myristoylierte Nef-Protein[246]
und die farnesylierten sowie palmitoylierten Ras-Proteine.[247,248] Die aus der Anpassung
erhaltene beobachtete Geschwindigkeitskonstante des schnellen Bindungsschritts kobs,1
zeigt eine deutliche Abhängigkeit von der Lipidkonzentration, wohingegen die beobachtete
Geschwindigkeitskonstante der langsamen Bindungsphase kobs,2 weitestgehend konstant
ist (siehe Abb. 6.3D). Dieses Ergebnis deutet darauf hin, dass dem initialen konzentrati-
onsabhängigen Assoziationsschritt ein von der Lipidkonzentration unabhängiger Prozess
erster Ordnung folgt. Wie im Methodenteil (siehe Abschnitt 6.2.2) beschrieben, können
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Abb. 6.3: FRET-basierter Assay für die Assoziations- und Dissoziationsexperimente von Myr-Src mit
Membranen (A) bei 25 °C in Puffer (20 mM TRIS und 5 mM MgCl2). Normierte Assioziationskurven von
0,5 µMMyr-Src mit Donorvesikeln (1-75 µM) aus DOPC/DOPG (80:20 mol%). Biexponentielle Funktionen
(durchgehende Linie) sind an die experimentellen Datenpunkte angepasst (B). Dissoziation von 0,5 µM
Myr-Src von Donorvesikeln (cLipid = 40 µM) durch den Transfer auf einen zehnfachen molaren Überschuss
an Akzeptorvesikeln (cLipid = 400 µM) (C). Auftragung der beobachteten Geschwindigkeitskonstanten
in Abhängigkeit der Lipikonzentration. Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichungen aus
mindestens drei unabhängigen Messungen (D).
mithilfe dieser Experimente die Geschwindigkeitskonstanten für die zugrunde liegende
Hin- und Rückreaktion beider Bindungsschritte abgeleitet werden. Aus diesen ergeben sich
schließlich thermodynamische Parameter, wie die Dissoziationskonstante und die Änderung
der Standard-Gibbs-Energie für diese Bindungsreaktion.
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6.3.2 Einfluss negativ geladener Lipide auf die Membranbindung von c-Src
Um die Beiträge elektrostatischer Wechselwirkungen zur Membranbindung von c-Src zu er-
forschen, wurden für die kinetischen Untersuchungen von Myr-Src Membranen aus DOPC
und unterschiedlichen Mengen an negativ geladenen PG-Lipiden (0-30 mol%) verwendet. In
Abbildung 6.4A sind die beobachteten Geschwindigkeitskonstanten beider Bindungsschritte
in Abhängigkeit der Lipidkonzentration dargestellt. Es ist eindeutig zu erkennen, dass der
erste Bindungsprozess mit zunehmendem PG-Anteil in der Membran schneller abläuft,
wohingegen kobs,2 keine sichtbaren Änderungen zeigt. Die Dissoziationsexperimente zeigen
hingegen, dass die Dissoziation von Myr-Src bei höheren PG-Anteilen verlangsamt wird
(siehe Abb. 6.4B).
Aus der quantitativen Auswertung dieser kinetischen Studie (siehe Abschnitt 6.2.2) er-
geben sich die in Abbildung 6.5 gezeigten Geschwindigkeitskonstanten für die beiden
Bindungsschritte von Myr-Src an Membranen. Die Assoziationsgeschwindigkeitskonstante
der ersten Bindungsphase, k+1, steigt von 3,6· 10−7M−1s−1 auf 8,4· 10−7M−1s−1, wenn
der PG-Gehalt von 0 auf 30 mol% erhöht wird, wohingegen sich die Dissoziationsge-
schwindigkeitskonstante dieser Bindungsphase, k−1, von 1,18 s−1 auf 0,25 s−1 verringert.
Dies führt dazu, dass die Dissoziationskonstante des ersten Bindungsschrittes Kd,1 um
mehr als eine Größenordnung, von ∼ 33 nM auf ∼ 3 nM, reduziert wird, was mit einer
erhöhten Bindungsaffinität von Myr-Src gegenüber negativ geladenen Membranen ein-
hergeht (siehe Tab. 6.5). Im Gegensatz dazu sinkt sowohl die Assoziations- als auch die
Dissoziationsgeschwindigkeitskonstante der zweiten Bindungsphase in Anwesenheit von
10 mol% DOPG. Höhere PG-Mengen wirken sich hingegen nur minimal auf k+2 und k−2
aus (siehe Abb. 6.5C und D).
A
B
Abb. 6.4: Assoziations- und Dissoziationsexperimente von Myr-Src (c = 0,5 µM) mit Membranen
aus DOPC und unterschiedlichen Anteilen an PG (0-30 mol%). Aus den Assoziationsexperimenten
abgeleitete, beobachtete Geschwindigkeitskonstanten für den ersten () und zweiten ( ) Bindungsschritt
in Abhängigkeit der Lipidkonzentration (A). Dissoziation von Myr-Src von Donorvesikeln (cLipid = 40 µM)
durch den Transfer auf einen zehnfachen molaren Überschuss an Akzeptorvesikeln (cLipid = 400 µM)
gleicher Lipidzusammensetzung und Größe (B).
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Aus früheren CD- und NMR-spektroskopischen Untersuchungen ist bekannt, dass das
c-Src-Peptid bei der Membranbindung keine erkennbaren Strukturänderungen durchläuft,
sondern in dessen membrangebundenen Zustand eine ungeordnete längliche Konformation
annimmt.[52,249,250] Dies führt zu der Annahme, dass beim zweiten Bindungsschritt, der
unabhängig von der Lipidkonzentration einem Geschwindigkeitsgesetz erster Ordnung
folgt, weitere laterale Umlagerungen und Reorientierungen von Myr-Src in der Membran
stattfinden. Durch die Ausbildung von starken elektrostatischen Interaktionen zwischen
dem Peptid und der negativ geladenen Membran können diese Prozesse stark retardiert
werden. Die Ergebnisse zeigen, dass elektrostatische Wechselwirkungen hauptsächlich





Abb. 6.5: Die Geschwindigkeitskonstanten k+1 (A), k−1 (B), k+2 (C) und k−2 (D) für die Bindungreaktion
von Myr-Src an Membranen aus DOPC und unterschiedlichen Anteilen an PG (0-30 mol%). Alle Werte
sind aus den Assoziations- und Dissoziationsexperimenten in 20 mM TRIS (pH = 7,4) mit 5 mM MgCl2 bei
25 °C abgeleitet. Die Fehlerbalken repräsentieren Standardabweichungen aus mindestens drei unabhängigen
Messungen.
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Insgesamt sinkt ∆G−◦ der Membranbindung (siehe Gl. 6.11) mit zunehmendem PG-Anteil,
was bestätigt, dass die basischen Aminosäuren in der Nähe des Myristoylankers mit den
sauren Lipidkopfgruppen interagieren und zur stabilen Membranbindung beitragen.[52]
Erstaunlicherweise liegt der ermittelte Kd-Wert für den gesamten Bindungsprozess in Abwe-
senheit negativ geladener Lipide bereits im nanomolaren Bereich, was auf eine ausgedehnte
Clusterbildung dieses Peptids hinweist.[248] Tatsächlich haben neuere Studien gezeigt, dass
die N -terminale Sequenz von c-Src im membrangebundenen Zustand Oligomere bzw.
Cluster bilden kann.[243,245,251]
Tab. 6.5: Dissoziationskonstanten des schnellen und langsamen Bindungsschrittes sowie des
gesamten Bindungsprozess von Myr-Src mit Membranen aus DOPC mit verschiedenen
PG-Anteilen (0-30 mol%). ∆G−◦ ist für den gesamten Membranbindungsprozess von Myr-Src
angegeben.
Kd,1 / nM Kd,2 Kd / nM ∆G−◦ / kJ mol−1
0 mol% PG 32,9±1,4 0,11±0,06 3,58±2,06 −48,2±1,4
10 mol% PG 10,7±0,5 0,17±0,11 1,80±1,18 −49,9±1,6
20 mol% PG 7,7±0,8 0,14±0,09 1,11±0,73 −51,1±1,6
30 mol% PG 3,0±0,1 0,07±0,04 0,21±0,11 −55,3±1,3
6.3.3 Einfluss von ld/lo-Phasenkoexistenzen auf die Membranbindung von
c-Src
Um den Einfluss von ld/lo-Phasenkoexistenzen in Membranen, die die heterogene Or-
ganisation natürlicher Membranen nachahmen, auf die Bindung von Myr-Src zu analy-
sieren, wurden für die kinetischen Studien homogene und heterogene Membransysteme
mit gleichen Mengen an negativ geladenen Lipiden verwendet. Während die Lipide der
Mischung DOPC/DOPG (80:20 mol%) homogen verteilt sind und in einer vollständig
fluiden ld-Phase vorliegen, entmischen sich die Lipide der Fünf-Komponenten-Mischung
DOPC/DOPG/DPPC/DPPG/Chol (15:10:40:10:25 mol%) bei 25 °C in flüssig-ungeordnete
und flüssig-geordnete Phasen.
In Abbildung 6.6 sind die Assoziations- und Dissoziationsexperimente von Myr-Src in
beiden Membransystemen dargestellt. Es ist zu erkennen, dass die Dissoziation von Myr-
Src in beiden Membransystemen mit einer ähnlichen Geschwindigkeit abläuft, während
die Assoziation in der heterogenen raft-ähnlichen Membran wesentlich langsamer als in
der homogenen Membran ist. Anhand der quantitativen Auswertung dieser Experimen-
te (siehe Abb. 6.7B) wird bestätigt, dass die Dissoziationsgeschwindigkeitskonstanten
k−1 und k−2 in der phasenseparierten Membran vergleichsweise geringfügig reduziert
sind (siehe Abb. 6.7C und D), was auf eine ähnliche Verweilzeit von Myr-Src in bei-
den Membransystemen hindeutet. Dahingegen können signifikante Unterschiede für die
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DC
A B
homogene Membran heterogene Membran
Abb. 6.6: Beobachtete Geschwindigkeitskonstanten für den schnellen () und langsamen ( ) Mem-
branbindunsschritt von Myr-Src (c = 0,5 µM) mit homogenen (A) und heterogenen (B) Membranen mit
20 mol% PG in An- und Abwesenheit von UNC119A (c = 2,5 µM) sowie Squarunkin A (c = 6,25 µM) als
Funktion der Lipidkonzentration. Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung von mindestens
drei unabhängigen Messungen, die alle bei 25 °C in 20 mM TRIS (pH = 7,4) mit 5 mM MgCl2 durchgeführt
sind. Die Dissoziation von Myr-Src (c = 0,5 µM) von Donorvesikeln (c = 40 µM) wird durch den Transfer
auf Akzeptorvesikel (c = 400 µM) gleicher Lipidzusammensetzung und Größe mit homogenen (C) und
heterogenen (D) Membransystemen initiiert.
Assoziationsgeschwindigkeitskonstanten beobachtet werden, da k+1 für das heterogene
raft-ähnliche Membransystem im Vergleich zur homogenen Membran von 6,3 · 10−7 M−1s−1
auf 3,1 · 10−7 M−1s−1 sinkt (siehe Abb. 6.7A). Dies könnte auf mehr dichter gepackte
Lipide in der Membran zurückgeführt werden, welche die Insertion des Myristoylankers
in die Lipiddoppelschicht erschweren. Daraus lässt sich schlussfolgern, dass der erste
Bindungsschritt von Myr-Src an die Membran sowohl die Ausbildung elektrostatischer
Wechselwirkungen zwischen den basischen AS-Resten und den negativ geladenen Lipiden
als auch die Insertion des Lipidankers in die Membran umfasst. Ein ähnlicher Mechanismus
wurde auch für andere myristoylierte Proteine wie Nef beobachtet.[246] Diese Annahme
wird zudem durch die berechnete Standard-Gibbs-Energie des ersten Bindungsschritts
von Myr-Src an die homogene Membran mit 20 mol% PG bestätigt, die etwa −46 kJ/mol
beträgt und 90 % der Standard-Gibbs-Energie des gesamten Bindungsprozesses ausmacht
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UNC119A + Squarunkin A
Abb. 6.7: Die Geschwindigkeitskonstanten k+1 (A), k−1 (B), k+2 (C) und k−2 (D) für die Bindungsre-
aktion von Myr-Src mit homogenen und heterogenen Membranen mit 20 mol% PG. Die Geschwindig-
keitskonstanten sind in An- und Abwesenheit von UNC119A und Squarunkin A bestimmt. Alle Werte
sind aus den Assoziations- und Dissoziationsexperimenten in 20 mM TRIS (pH = 7,4) mit 5 mM MgCl2
bei 25 °C abgeleitet. Die Fehlerbalken zeigen die Standardabweichung von mindestens drei unabhängigen
Messungen.
(siehe Tab. 6.6). Andererseits steigt k+2 signifikant von 0,44 s−1 in homogenen Membranen
auf 0,89 s−1 in Membranen mit ld/lo-Phasenkoexistenz (siehe Abb. 6.7B). Aufgrund der
energetisch ungünstigen Kettenlängendifferenz des Myristoylankers und der Alkylketten
der umgebenden Phospholipide[250,252] kann in heterogenen Membranen eine effektive Sor-
tierung der Lipide induziert werden, um solche Packungsdefekte zu vermeiden. Dwivedi et
al. haben kürzlich in einer umfangreichen Studie gezeigt, dass sich die laterale Organisation
einer raft-ähnlichen Membran mit einem 10 %-igen Anteil negativ geladener Lipide durch
die Bindung von Myr-Src signifikant verändert.[243] Dieser Lipidsortierungseffekt kann dazu
beitragen, die Reorientierungen sowie laterale Umlagerungen von Myr-Src in raft-ähnlichen
Membranen zu beschleunigen. Innerhalb des experimentellen Fehlers sind keine signifi-
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kanten Unterschiede in der Bindungsaffinität von Myr-Src für homogene und heterogene
Membrane bei gleichem PG-Anteil ersichtlich, die beide im nanomolaren Bereich liegen
(siehe Tab. 6.6).
Um die Bindung von Myr-Src an diese raft-ähnliche Membrane mit 20 mol% PG zu
visualisieren, wurden im Rahmen dieser Studie AFM-Messungen von Dr. Mridula Dwivedi
(Postdoktorandin am Lehrstuhl für Physikalische Chemie I, TU Dortmund) durchgeführt.
In Übereinstimmung mit der früheren Studie[243] können hier strukturelle Änderungen in
der heterogenen Membran vermutlich als Folge der Lipidsortierung, die durch die starken
elektrostatischen Wechselwirkungen und die Kettenlängendifferenz induziert wird, beob-
achtet werden, was die aus den kinetischen Messungen abgeleiteten Schlüsse bestätigt.
Durch die Insertion von Myr-Src wird außerdem die energetisch ungünstige Linienspan-
nung an den Phasengrenzen reduziert, sodass die ld/lo-Phasenseparation in der Membran
weitestgehend aufgehoben wird. Obwohl die Analyse der stopped-flow -Daten durch die
Unabhängigkeit des zweiten Bindungsschritts von der Lipidkonzentration keinen direkten
Hinweis auf die Bildung von Oligomeren liefert, sind in den hochauflösenden AFM-Bildern
Nanocluster mit einer Höhe von 0,2-0,6 µm in den ld-Phasen und im geringeren Ausmaß
auch in den lo-Phasen deutlich sichtbar.[227]
Tab. 6.6: Dissoziationskonstante für den schnellen und langsamen Bindungsschritt sowie den
gesamten Bindungsprozess von Myr-Src mit homogenen und heterogenen Membranen mit
20 mol% PG. ∆G−◦ ist für den gesamten Membranbindungsprozess von Myr-Src angegeben.
Kd,1 / nM Kd,2 Kd / nM ∆G−◦ / kJ mol−1
homogene
Membran
ohne 7,7±0,8 0,14±0,09 1,11±0,73 −51,1±1,6
+UNC119A 30,3±3,3 0,21±0,10 6,31±3,09 −46,8±1,2
+Squarunkin A 7,5±1,1 0,52±0,37 3,90±2,82 −48,0±1,8
heterogene
Membran
ohne 12,8±0,5 0,06±0,03 0,70±0,44 −52,2±1,6
+UNC119A 23,8±3,3 0,05±0,02 1,25±0,41 −50,8±0,8
+Squarunkin A 16,4±1,0 0,07±0,01 1,12±3,58 −51,1±0,4
6.3.4 Einfluss von UNC119A auf die Membranbindung von c-Src
Um aufzuklären, wie UNC119A die Membranbindung von c-Src reguliert, wurden die
Assoziations- und Dissoziationsexperimente mit Myr-Src und den homogenen bzw. hete-
rogenen raft-ähnlichen Membransystemen mit 20 mol% PG-Lipiden in Gegenwart von
UNC119A durchgeführt. Vor den Assoziationsexperimenten wurde Myr-Src mit UNC119A
in verschiedenen molaren Verhältnissen zur Bildung eines Protein/Peptid-Komplexes ge-
mischt. Beim Mischen dieses Komplexes mit einer konstanten Menge an Donorvesikeln
in der stopped-flow -Apparatur konnte unabhängig von der Lipidzusammensetzung eine
Zunahme des FRET-Signals beobachtet werden (siehe Abb. 6.8A und B), was auf eine Frei-
– 104 –
6.3 Ergebnisse & Diskussion
setzung von Myr-Src aus dem Komplex und die anschließende Bindung an die Donorvesikel
hinweist. Mit zunehmender UNC119A-Konzentration scheint der Membranbindungsprozess
von Myr-Src jedoch langsamer zu werden.
In früheren Studien wurde gezeigt, dass UNC119 bei der Dissoziation myristoylierter
Proteine eine wichtige Rolle spielt.[93] Um festzustellen, ob UNC119A auch an der Frei-
setzung von c-Src aus Membranen beteiligt ist, wurde überprüft, ob das zuvor mit einer
konstanten Menge an Donorvesikeln äquilibrierte Myr-Src beim Mischen mit UNC119A
von der Membran dissoziiert. Wie in Abbildung 6.8C und D zu sehen ist, verbleibt das
Peptid in Abwesenheit von UNC119A im gemessenen Zeitrahmen an den Donorvesikeln,
was in der hohen Bindungsaffinität (Kd = 1 nM) von Myr-Src gegenüber den verwendeten
Membransystemen begründet ist. Unabhängig vom Membransystem führte die Zugabe
A B
DC
Abb. 6.8: Assoziationskurven von Myr-Src (c = 0,5 µM) mit homogenen (A) und heterogenen (B)
Membranen (cLipid = 40 µM) in Gegenwart verschiedener Mengen an UNC119A (c = 0-2,5 µM) sowie
Squarunkin A (c = 2,5-6,25 µM) bei 25 °C in 20 mM TRIS (pH = 7,4) mit 5 mM MgCl2. Dissoziation von
Myr-Src (c = 0,5 µM), gebunden an homogene (C) und heterogene (D) Membranen (cLipid = 40 µM), in
Abwesenheit von Akzeptorvesikeln, aber in Gegenwart von UNC119A (c = 0-2,5 µM) sowie Squarunkin A
(c = 2,5-6,25 µM).
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von UNC119A dennoch zu einer deutlichen Abnahme des anfänglichen FRET-Signals,
was impliziert, dass UNC119A in der Lage ist, die Dissoziation von Myr-Src von den
Donorvesikeln unter den verwendeten Bedingungen zu unterstützen.
Da diese Daten quantitativ nur schwer verglichen werden können, wurden die Geschwin-
digkeitskonstanten für die Membranbindung von Myr-Src wie in den Abschnitten 6.3.2
und 6.3.3 in Gegenwart von UNC119A ermittelt. Für die Assoziationsexperimente wurde
Myr-Src mit einem fünffachen molaren Überschuss an UNC119A inkubiert, um sicher-
zustellen, dass der größte Anteil des Peptids zu Beginn des Experiments im Komplex
mit UNC119A vorliegt (∼ 96 %, siehe Abschnitt 6.2.2). Anschließend wurde dieser
Protein/Peptid-Komlpex (1:5) mit Donorvesikeln zunehmender Lipidkonzentration ge-
mischt. Im Gegensatz dazu wurden die Dissoziationsexperimente zusätzlich in Gegenwart
eines zehnfachen molaren Überschusses an Akzeptorvesikeln gleicher Lipidzusammenset-
zung und Größe durchgeführt.
In Anwesenheit von UNC119A steigt kobs,1 unabhängig vom Membransystem ebenfalls mit
zunehmender Lipidkonzentration an, wobei die Steigung dieser Geraden im Vergleich zu
den Messungen ohne UNC119A kleiner ist (siehe Abb. 6.6A und B). Im Gegensatz dazu
zeigt kobs,2 analog zu den Messungen in Abwesenheit von UNC119A keine ausgeprägte Ab-
hängigkeit von der Lipidkonzentration. Überraschenderweise hat UNC119A keinen Effekt
auf die Dissoziation von Myr-Src in Anwesenheit eines zehnfachen molaren Überschusses
an Akzeptorvesikeln (siehe Abb. 6.6C und D). Dieses Ergebnis lässt darauf schließen,
dass der Intervesikeltransfer von Myr-Src schneller als die von UNC119A begünstigte
Dissoziation des myristoylierten Peptids von der Membran abläuft. Demzufolge nimmt
nur k+1 in Gegenwart von UNC119A signifikant ab, während die anderen Geschwindig-
keitskonstanten nicht beeinflusst werden (siehe Abb. 6.7). Dies weist darauf hin, dass die
Bindung des Peptids an die Membran in Gegenwart von UNC119A langsamer abläuft
als die spontane Membranbindung von Myr-Src. Zudem zeigen diese Ergebnisse, dass
UNC119A nicht an dem zweiten Membranbindungsschritt von Myr-Src beteiligt ist. Dies
wurde durch die von Dr. Mridula Dwivedi durchgeführten AFM-Messungen bestätigt, da
UNC119A keinen Effekt auf die beobachteten strukturellen Änderungen der heterogenen
Membran, die durch die Insertion von Myr-Src verursacht werden, hat. Zusätzlich wurde in
den AFM-Experimenten gezeigt, dass UNC119A selbst nicht an die Membran bindet.[227]
Aufgrund der hohen Bindungsaffinität von UNC119A (Kd = 91 nM)[234] für Myr-Src steht
UNC119A in Konkurrenz mit der Membran, wodurch eine schnelle Membraninsertion
von Myr-Src beeinträchtigt wird. Kürzlich erschienene Studien haben gezeigt, dass die
Verdrängung myristoylierter Peptide aus dem Komplex mit UNC119A durch die Proteine
Arl2/3 erleichtert werden kann,[94,235] die in der Zelle vorwiegend am RE lokalisiert sind.[94]
Unter diesen experimentellen Bedingungen ist die Abnahme der Membranbindungsaffinität
von Myr-Src in Gegenwart von UNC119A folglich ausschließlich auf die Abnahme von k+1
zurückzuführen.
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Mittels Fluoreszenz-Kreuzkorrelationsspektroskopie (fluorescence cross-correlation spec-
troscopy, FCCS)-Experimenten wurde im Rahmen dieser Studie der Einfluss von UNC119A
auf die Clusterbildung von Myr-Src an der Membranoberfläche untersucht (durchgeführt
von Dr. Mridula Dwivedi, Postdoktorandin am Lehrstuhl Physikalische Chemie I, TU
Dortmund). Dabei wurde gezeigt, dass die Konzentration von Myr-Src an der Membra-
noberfläche in Gegenwart von UNC119A sinkt, was direkt mit der geringeren Neigung
zur Ausbildung von Oligomeren bzw. Clustern von Myr-Src einhergeht.[227] Dies resultiert
vermutlich aus der reduzierten Bindungsaffinität von Myr-Src gegenüber Membranen in
Anwesenheit von UNC119A, die sich aus den vorangegangen kinetischen Studien ergab.
6.3.5 Inhibierung der UNC119A/c-Src-Wechselwirkungen
Squarunkin A (siehe Abb. 6.1C) wurde kürzlich als spezifischer Inhibitor der Wechselwir-
kungen zwischen UNC119A und myristoylierten Peptiden identifiziert.[238] Deshalb wurde
im Rahmen dieser Studie überprüft, ob dieser niedermolekulare Inhibitor auch in der Lage
ist, die Effekte von UNC119A auf die Membranbindung von Myr-Src zu inhibieren.
In Abbildung 6.8A und B ist eindeutig zu erkennen, dass Squarunkin A UNC119A bereits
bei einem molaren Verhältnis von 1:1 inhibiert, da die Membranbindung von Myr-Src un-
abhängig von der Lipidzusammensetzung in Gegenwart von dem UNC119A/Squarunkin A-
Komplex (1:1) einen ähnlichen Verlauf aufweist wie in Abwesenheit von UNC119A. Für
diese Experimente wurden Myr-Src und UNC119A in einem molaren Verhältnis von 1:5
mit unterschiedlichen Mengen an Squarunkin A inkubiert, bevor diese Lösung mit den ho-
mogenen und heterogenen Membranen mit konstanter Lipidkonzentration gemischt wurde.
Für die Dissoziationsexperimente wurde das an die Donorvesikel gebundene Myr-Src mit
dem UNC119A-Protein, das zuvor mit verschiedenen Mengen an Squarunkin A äquilibriert
wurde, gemischt. Auch hier ist der inhibierende Effekt von Squarunkin A sichtbar, da
die von UNC119A begünstigte Dissoziation von Myr-Src in Anwesenheit des Inhibitors
beinahe vollständig verhindert wird (siehe Abb. 6.1C und D). Anhand dieser Ergebnisse
wird deutlich, dass UNC119A durch Squarunkin A in einem molaren Verhältnis von 1:1
inhibiert wird. Aus diesem Grund wurde auf einen größeren Überschuss an Squarunkin A
in weiteren Experimenten verzichtet, um zu verhindern, dass der hydrophobe Inhibitor
aufgrund der hohen Membranpermeabilität[238] bei höheren Konzentrationen in die Mem-
bran insertiert und die physikalischen Eigenschaften der Membran, wie z.B. die Fluidität,
beeinflusst oder sogar die Membranintegrität stört.
Für eine quantitative Auswertung der kinetischen Studie wurden die experimentellen Be-
dingungen wie zuvor gewählt. Für die Assoziationsexperimente wurden Myr-Src, UNC119A
und Squarunkin A in einem molaren Verhältnis von 1:5:5 äquilibriert, bevor die Donorvesikel
mit unterschiedlichen Lipidkonzentrationen hinzugegeben wurden. Für die Dissoziations-
experimente wurde ein zehnfacher molarer Überschuss an Akzeptorvesikeln verwendet,
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um das Gleichgewicht auf die Seite des von den Donorvesikeln dissoziierten Myr-Src
zu verschieben. In Abbildung 6.7A ist zu erkennen, dass die am stärksten beeinflusste
Geschwindigkeitskonstante k+1 in Gegenwart von Squarunkin A auf 6,2 · 10−7 M−1s−1
ansteigt, was dem k+1-Wert in Abwesenheit von UNC119A sehr stark ähnelt. Infolgedessen
nimmt die Bindungsaffinität von Myr-Src sowohl für homogene als auch heterogene Mem-
branen wieder zu, was auf die spezifische Inhibierung von UNC119A durch Squarunkin A
zurückgeführt werden kann.
6.4 Zusammenfassung
Die Lokalisation und Anreicherung des myristoylierten c-Src-Proteins an der Plasmamem-
bran ist ein kritischer Parameter für dessen Aktivität und Funktion in der intrazellulären
Signaltransduktion. Kürzlich wurde UNC119A als molekularer Chaperon identifiziert, der
den intrazellulären Transport, die subzelluläre Verteilung sowie Aktivität von N -terminal
myristoylierten Proteinen, wie c-Src, reguliert.[93,94] Durch die spezifische Bindung des
Myristoylankers in die hydrophobe Tasche von UNC119A wird der zytosolische Transport
der lipidierten Proteine in der Zelle erleichtert. Der molekulare Mechanismus, nach dem
UNC119A die Membranbindung des myristoylierten c-Src reguliert, ist jedoch wenig ver-
standen.
Durch eine umfassende Kinetikstudie wurde im Rahmen dieser Arbeit der Einfluss von
UNC119A auf die Membranbindung des N -terminal myristoylierten c-Src-Peptids (Myr-
Src) erforscht. Es konnte gezeigt werden, dass die Bindung von Myr-Src an die Membran
in einem zweistufigen Prozess erfolgt, der sich aus einem initial konzentrationsabhängi-
gen Assoziationsschritt zweiter Ordnung und einem konzentrationsunabhängigen Schritt
erster Ordnung zusammensetzt. Der erste Bindungsschritt umfasst sowohl die elektro-
statische Wechselwirkung zwischen den basischen Aminosäuren in Myr-Src und den
negativ geladenen Lipidkopfgruppen als auch die Insertion des Myristoylankers in die
Membran. In der langsameren Bindungsphase durchläuft Myr-Src laterale Umlagerun-
gen in der Membranebene, welche wahrscheinlich auf einen effektiven elektrostatischen
Lipidsortierungsmechanismus[134] zurückgeführt werden können. Durch die energetisch un-
günstige Kettenlängendifferenz des Myristoylankers und der Alkylketten der umgebenden
Phospholipide kann in heterogenen Membranen eine weitere Sortierung der Lipide induziert
werden.[243] Dies resultiert in einem anders organisierten Zustand des membrangebundenen
Myr-Src und kann schließlich zur Bildung nanoskopischer Lipid/Peptid-Cluster führen
(siehe Abb. 6.9).
Darüber hinaus wurde gezeigt, dass UNC119A in der Lage ist, das myristoylierte c-
Src-Peptid an die Membran zu liefern, ohne dabei den membrangebundenen Zustand
des Peptids zu beeinflussen. Die Bindung von Myr-Src an die Membran erfolgt in Ge-















Abb. 6.9: Membranbindungsmechanismus von Myr-Src in An- und Abwesenheit von UNC119A (PDB-
ID-Code: 5L7K) mit anionischen raft-ähnlichen Membranen (DOPC: hellblau, DPPG: dunkelblau, DOPG,
DPPG: rot, Chol: gelb).
einen schnelleren Freisetzungsprozess des myristoylierten Peptids aus dem Komplex mit
UNC119A sind wahrscheinlich weitere Proteine, wie Arl2/3,[235] erforderlich. In Gegenwart
von UNC119A ist die Membranbindungsaffinität von Myr-Src wahrscheinlich aufgrund der
konkurrierenden Bindung an UNC119A leicht reduziert. Der intervesikuläre Transfer von
Myr-Src läuft schneller ab als die durch UNC119A begünstigte Dissoziation von Myr-Src in
Abwesenheit von Akzeptorvesikeln. Zudem wird durch UNC119A die Neigung von Myr-Src
zur Bildung von Oligomeren auf der Membranoberfläche marginal reduziert. Des Weiteren
bestätigte diese Studie, dass Squarunkin A als spezifischer niedermolekularer Inhibitor
der Wechselwirkung zwischen UNC119A und dem myristoylierten c-Src-Peptid auch in
Gegenwart von Membranen wirksam ist.
Zusammenfassend führen diese Ergebnisse zu einem besseren mechanistischen Verständnis,
wie UNC119A die Membranbindung des myristoylierten c-Src-Peptids modulieren kann.
Die Lokalisation und Anreicherung von c-Src an der Plasmamembran ist ein kritischer
Parameter für dessen Aktivität und die c-Src-vermittelte Signaltransduktion. Wenn das
Protein dereguliert ist, kann es zu einer onkogenen Signalgebung kommen. Daher stellen
Proteine wie UNC119A, die eine weitere Möglichkeit bieten, c-Src-vermittelte onkogene




Einfluss molekularer Pinzetten auf
virale Modellmembranen∗
7.1 Einleitung
Die in Proteinen enthaltenen Lysine spielen eine wichtige Rolle in zahlreichen biologischen
Erkennungsprozessen, die u.a. die Genregulation [254] modulieren. Darüber hinaus wird
Lysin auch in Signalpeptidsequenzen gefunden, die z.B. für die Aggregation und Bildung
zellulärer Plaques bei Alzheimererkrankungen verantwortlich sind.[255] Wie in Abschnitt 1.2
beschrieben, steuern Lysine auch die Membranbindung lipidierter Signalproteine, wie z.B.
K-Ras4B und c-Src. In den letzten Jahren haben Schrader et al. unterschiedliche artifizi-
elle, Lys-spezifische Rezeptormoleküle entwickelt, die gezielt in solche biologischen Prozesse
eingreifen können und daher als neue potentielle Pharmazeutika in den Fokus der Forschung
gerückt sind.[256] Einer der vielversprechendsten Lys-spezifischen Rezeptormoleküle ist die
molekulare Pinzette (tweezer) CLR01, die einen elektronenreichen, torusförmigen Hohl-
raum mit zwei peripheren anionischen Phosphatgruppen am Benzol-Spacer besitzt (siehe
Abb. 7.1A). Durch eine Kombination aus Van der Waals-Wechselwirkungen und elektro-
statischen Interaktionen bindet CLR01 Lys-Reste mit einer hohen Affinität (Kd ∼ 10 µM).
Die Kohlenwasserstoffkette der Lys-Seitenkette wird dabei in den hydrophoben Hohlraum
aufgenommen, wohingegen die protonierte ε-Aminogruppe des Lys mit den anionischen
Phosphatgruppen von CLR01 interagiert (siehe Abb. 7.1B).[256] Auf diese Weise kann
CLR01 die Fibrillenbildung zahlreicher amyloidogener Proteine inhibieren, die häufig im
Zusammenhang mit Krankheiten stehen, wie z.B. Aβ,[257] Insel-Amyloid-Polypeptid[258]
und α-Synuclein.[259] Über einen Zeitraum von einigen Tagen konnte CLR01 auch die
vorgeformten Fibrillen amyloidogener Proteine zerstören.[257,259]
∗Die Ergebnisse dieser Studie wurden teilweise in der Ref. [253] veröffentlicht und werden teilweise in
diesem Kapitel wiedergegeben. From Ref. [253] - Reprinted with permission from eLife under the Creative
Commons Attribution License.
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A B
Abb. 7.1: Chemische Struktur der molekularen Pinzette CLR01 (A). CLR01 im Komplex mit einem
Lys (B). Reprinted from E. Lump, L. M. Castellano, C. Meier, J. Seeliger, N. Erwin, B. Sperlich, C. M.
Stürzel, S. Usmani, R. M. Hammond, J. Von Einem, et al., elife 2015, 4, e05397 - with permission from
eLife under the Creative Commons Attribution License.
In einer Studie in Kooperation mit Prof. Dr. Jan Münch und Prof. Dr. Thomas Schrader
konnte gezeigt werden, dass CLR01 auch die Fibrillenbildung der amyloidogenen SAP- und
PAP-Peptide, die im menschlichen Samen vorkommen und eine HIV-verstärkende Wirkung
besitzen, hemmt und die Form bereits gebildeter Fibrillen dieser Peptide beeinflusst.[253]
Aufgrund der hohen positiven Ladungsdichte dieser Fibrillen wird die Bindung der HIV-
Virionen an die Zielzellen und deren Fusion begünstigt.[260] Bemerkenswerterweise konnte
in dieser Studie ebenfalls gezeigt werden, dass CLR01 in der Lage ist, die Struktur der
HIV-Virionen zu zerstören, was zu der Annahme führte, dass CLR01 an der Zerstörung
der viralen Membranhülle beteiligt ist.[253] Um dies zu überprüfen, wurde im Rahmen
dieser Arbeit der Effekt von CLR01 auf virale Modellmembranen mithilfe von fluoreszenz-
mikroskopischen Assays untersucht.
– 112 –
7.2 Material & Methoden
7.2 Material & Methoden
7.2.1 Material
Die in dieser Studie verwendeten Chemikalien und Lipide sowie ihre Bezugsquellen sind in
Tabelle 7.1 zusammengetragen.
Tab. 7.1: Bezugsquellen der Chemikalien und Lipide für die strukturelle
Untersuchung der viralen Modellmembranen in Anwesenheit von
molekularen Pinzetten.
Chemikalien und Lipide Bezugsquelle
Atto 647 ATTO-TEC (Siegen, Deutschland)
BODIPY-Chol Avanti Polar Lipids (Alabaster, USA)
Chloroform Merck (Darmstadt, Deutschland)
Cholesterol Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
DOPC Avanti Polar Lipids (Alabaster, USA)
N -Rh-DHPE Thermo Fisher Scientific (Waltham, USA)
NaH2PO4 Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
SM Avanti Polar Lipids (Alabaster, USA)
7.2.2 Elektroformation
Die in Pulverform erhaltenen Lipide wurden zunächst in Chloroform gelöst (c = 10 mg/mL).
Die Lipide für die reine DOPC-Membran wurden mit 0,2 mol% N -Rh-DHPE (c = 100 µM
in MeOH) versetzt, wohingegen zu den Lipiden für die virale Modellmembran mit ld/lo-
Phasenkoexistenz aus DOPC/SM/Chol (45:25:30 mol%) zusätzlich 0,1 mol% BODIPY-
Chol (c = 100 µM in MeOH) hinzugegeben wurden. Die Lipidfilme wurden analog zu
Abschnitt 4.2.6.1 auf die ITO-Deckgläser aufgebracht, getrocknet und in die Proben-
kammer eingebaut. Danach wurden die Lipide mit einem Puffer, der 10 mM NaH2PO4
(pH = 7,6) und 5-10 mM des wasserlöslichen Fluorophors Atto 647 enthielt, hydratisiert.
Die Elektroformation von reinem DOPC wurde bei Raumtemperatur durchgeführt, wohin-
gegen die der DOPC/SM/Chol-Lipidmischung bei 60 °C erfolgte. An beide Proben wurde
eine sinusförmige Wechselspannung mit einer Frequenz von 500 Hz angelegt, wobei die
Spannung wie folgt variiert wurde: 100 mV für 10 min, 1 V für 20 min, 1,6 V für 2,5 h. Im
Anschluss wurde die Probenkammer ggf. auf Raumtemperatur abgekühlt und vorsichtig
mit NaH2PO4 (10 mM, pH = 7,6) Puffer gespült, um das wasserlösliche Atto 647, das
nicht im Inneren der Vesikel eingeschlossen war, zu entfernen.
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7.2.3 Konfokale Fluoreszenzmikroskopie
Die fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen der GUVs wurden analog zu Abschnitt 4.2.8
am konfokalen Laser-Scanning-System (MRC 1024, Bio-Rad Laboratories) durchgeführt,
das über einen Seitenport mit einem inversen Mikroskop (Eclipse TE-300DV, Nikon, Tokio,
Japan) verbunden war. Die Anregung von BODIPY-Chol, N -Rh-DHPE und Atto 647
erfolgte sequentiell bei 488 nm, 568 nm und 647 nm unter Verwendung eines Kr/Ar-Lasers
(Dynamic Laser, Salt Lake City, USA). Die emittierten Fluoreszenzsignale wurden in drei
verschiedenen PMT-Kanälen detektiert (Emissionsbandpassfilter 522 nm/35 nm FWHM,
580 nm/32 nm FWHM und 680 nm/32 nm FWHM). Das Programm ImageJ[144] wurde
benutzt, um eine Hintergrundkorrektur und Kontrasterhöhung in den aufgenommen Bildern
vorzunehmen. Die mikroskopischen Aufnahmen erfolgten direkt in den Probenkammern.
Sobald eine Region für die Aufnahme der GUVs gefunden wurde, wurden etwa 500 µL der
molekularen Pinzette oder deren Derivate (c = 150 µM in 10 mM NaH2PO4 (pH = 7,6))
zu den GUVs in die Probenkammer gegeben.
7.3 Ergebnisse & Diskussion
7.3.1 Molekulare Pinzetten
Die molekulare Pinzetten und Derivate davon wurden von Prof. Dr. Thomas Schrader
(Lehrstuhl für Organische Chemie, Uni Duisburg-Essen) für diese Studie zur Verfügung
gestellt.
Im Vergleich zu zellulären Membranen enthalten virale Membranhüllen einen zwei- bis
dreifach erhöhten Anteil an SM und Chol, was zur Bildung von raft-ähnlichen Domä-
nen führen kann.[261–263] Um zu überprüfen, ob CLR01 selektiv Membranen mit einem
hohen SM- und Chol-Gehalt zerstört, wurden fluoreszenzmikroskopische Assays durchge-
führt, bei denen fluoreszierender Puffer in den GUVs eingeschlossen wird, der bei Verlust
der Membranintegrität austritt. Für diesen Zweck wurden GUVs aus DOPC/SM/Chol
(45:25:30 mol%) und reinem DOPC als Kontrolle hergestellt, die im Inneren der Lipid-
doppelschicht den wasserlöslichen Fluorophor Atto 647 enthielten (siehe Abb. 7.2). Zur
Visualisierung der Phasenkoexistenz der SM- und Chol-angereicherten Membran wurden
die fluoreszierenden Lipide N -Rh-DHPE und BODIPY-Chol, die bevorzugt in der ld- bzw.
lo-Phase der Membran lokalisiert sind, verwendet. Die reine DOPC-Membran wurde hin-
gegen nur mit N -Rh-DHPE markiert. Wie in Abbildung 7.2A-C zu sehen ist, kommt es in
der virenähnlichen Modellmembran bereits 5 min nach Zugabe der molekularen Pinzette
zum Austritt des fluoreszierenden Puffers, sodass die GUVs nach 10 min keinen Farbstoff
im Inneren enthalten. Die Ursache liegt in der beobachteten Ausstülpung und Abschnü-
rung der lo-Phase begründet, da hierbei die Membranintegrität gestört wird, wodurch der
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Abb. 7.2: Fluoreszenzmikroskopischer Assay mit CLR01 unter Verwendung von GUVs aus
DOPC/SM/Chol (45:25:30 mol%) (A-E) und DOPC (F) als Kontrolle. Die GUVs aus reinem DOPC
sind mit N -Rh-DHPE (0,2 mol%) markiert und die ld- und lo-Phase der raft-ähnlichen Membran sind
jeweils mit N -Rh-DHPE (0,2 mol%, rot) und BODIPY-Chol (0,1 mol%, grün) sichtbar gemacht. Im
Inneren der GUVs beider Membransysteme ist der wasserlösliche Fluorophor Atto 647 enthalten (blau).
Die mikroskopischen Aufnahmen erfolgten zu den angegebenen Zeitpunkten der Zugabe von CLR01
(c = 150 µM). Der Maßstab beträgt 5 µm in allen Bildern. Adapted from E. Lump, L. M. Castellano, C.
Meier, J. Seeliger, N. Erwin, B. Sperlich, C. M. Stürzel, S. Usmani, R. M. Hammond, J. Von Einem, et
al., elife 2015, 4, e05397 - with permission from eLife under the Creative Commons Attribution License.
Austritt des fluoreszierenden Puffers ermöglicht wird. Der Prozess der Membranaustülpung
und -abschnürung einer Domäne in Membranen mit ld/lo-Phasenkoexistenz, auch als
budding bekannt, ist häufig auf eine hohe Linienspannung γ, die auf den Domänenumfang
normierte Grenzflächenenergie, an der ld/lo-Lipidphasengrenze zurückzuführen. Wenn die
Grenzflächenenergie EGrenze die Biegeenergie EBiege der Membran übersteigt, stülpen sich
die Domänen aus und werden abgeschnürt.[264,265] Nach dem Modell von Lipowsky et al.
kann die Energie einer ausstülpenden Domäne EBud als Funktion der Membrankrümmung
C folgendermaßen beschrieben werden:[266]
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Dabei ist C0 die spontane Krümmung der Membran, κB der Biegemodul der Membran
und L der Radius der runden und flachen Domäne.
Anhand der Abbildung 7.2 ist zu erkennen, dass die GUVs zum Teil durch CLR01 zerstört
werden. Die verbliebenen GUVs weisen keine klaren Phasengrenzen mehr auf und sind
stark deformiert (siehe Abb. 7.2E). Im Gegensatz dazu zeigt CLR01 auch nach einer
60-minütigen Inkubationszeit keine Wirkung auf die homogene DOPC-Membran (siehe
Abb. 7.2F) Komplementäre hochauflösende AFM-Messungen (durchgeführt von Benjamin
Sperlich, Doktorand am Lehrstuhl Physikalische Chemie I, TU Dortmund) bestätigen
diese Ergebnisse. Dabei ist deutlich zu sehen, dass CLR01 homogen auf der Oberfläche
der DOPC-Membran verteilt ist, ohne die laterale Organisation der Lipiddoppelschicht
zu beeinflussen. Dahingegen führt die Zugabe der molekularen Pinzette zum Verlust der
ld/lo-Phasenkoexistenz in der virenähnlichen Modellmembran.[253] Zusammenfassend zeigen
diese Ergebnisse, dass CLR01 selektiv starke Deformationen in raft-ähnlichen Membranen
induziert, die zum Teil zur Zerstörung der GUVs führen.
Diese fluoreszenzmikroskopischen Assays wurden mit Derivaten von CLR01 durchgeführt,
um Einblicke in den Mechanismus, nach dem CLR01 mit diesen raft-ähnlichen Membranen
interagiert, zu erhalten. Wie in Abbildung 7.3 zu erkennen ist, fehlen dem Derivat CLR03
die hydrophoben Seitenwände. Infolgedessen bindet CLR03 nicht an Lys-Reste und zeigt
keine inhibierende Wirkung auf die Fibrillenbildung amyloidogener Peptide.[253,257] Inter-
essanterweise verdeutlichen die fluoreszenzmikroskopischen Experimente (siehe Abb. 7.3),
dass dieses Derivat auch keinen Effekt auf die verwendeten Modellmembranen hat. Über
den gemessenen Zeitraum von 60 min kann kein sichtbarer Austritt des fluoreszierenden
Puffers oder eine Änderung der Membranstruktur beobachtet werden. Dies deutet dar-
aufhin, dass die hydrophoben Seitenwände maßgeblich zur Deformation und Zerstörung
phasenseparierter Membranen beitragen.
Das Derivat CLR05 hingegen besitzt den gleichen hydrophoben, torusförmigen Hohlraum
wie CLR01, aber die peripheren Phosphatsubstituenten sind durch Methylencarboxylat-
gruppen ersetzt (siehe Abb. 7.4). Dieser Substituentenaustausch führt dazu, dass CLR05
Lys-Reste mit einer geringeren Affinität bindet (Kd ∼ 643 µM) als CLR01.[267] Wie in
Abbildung 7.4 zu sehen ist, stülpen sich die lo-Lipiddomänen nach Zugabe von CLR05 aus,
wobei die meisten nach 15 min abgeschnürt sind. Gleichzeitig tritt der Fluorophor Atto 647
aus dem Inneren der GUVs aus (siehe Abb. 7.4A-C). Dieser budding-Prozess resultiert
vermutlich aus einer erhöhten Linienspannung an den ld/lo-Phasengrenzflächen. Nach einer
Inkubationszeit von 30 min enthalten die GUVs keinen fluoreszierenden Puffer mehr und
bei einigen Vesikeln können die ausgestülpten lo-Domänen noch beobachtet werden (siehe
Abb. 7.4D-E und A.7). Im Gegensatz zu CLR01 verursacht CLR05 keine vollständige
Zerstörung der Membranstruktur nach der Abschnürung der lo-Lipiddomäne. Ähnlich
wie CLR01 hat CLR05 keinen Einfluss auf die DOPC-Membran, da selbst nach einer
60-minütigen Inkubation weder eine Änderung der Membranstruktur noch ein Austritt des
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Abb. 7.3: Fluoreszenzmikroskopischer Assay mit CLR03 unter Verwendung von GUVs aus
DOPC/SM/Chol (45:25:30 mol%) (A-E) und DOPC (F) als Kontrolle. Die GUVs aus reinem DOPC
sind mit N -Rh-DHPE (0,2 mol%) markiert und die ld- und lo-Phase der raft-ähnlichen Membran sind
jeweils mit N -Rh-DHPE (0,2 mol%, rot) und BODIPY-Chol (0,1 mol%, grün) sichtbar gemacht. Im
Inneren der GUVs beider Membransysteme ist der wasserlösliche Fluorophor Atto 647 enthalten (blau).
Die mikroskopischen Aufnahmen erfolgten zu den angegebenen Zeitpunkten der Zugabe von CLR03
(c = 150 µM). Der Maßstab beträgt 5 µm in allen Bildern.
Fluorophors Atto 647 zu erkennen ist (siehe Abb. 7.4F). Komplementäre AFM-Messungen
(durchgeführt von Dr. Mridula Dwivedi, Postdoktorandin am Lehrstuhl PC I, TU Dort-
mund) bestätigen, dass die Linienspannung an der Phasengrenzfläche in Gegenwart von
CLR05 erhöht wird, was sich aus der Zunahme der Höhendifferenz zwischen der ld- und
lo-Lipiddomäne ableiten lässt (unveröffentlicht).[158] Diese Ergebnisse deuten darauf hin,
dass vorwiegend der hydrophobe, torusförmige Hohlraum der molekularen Pinzetten die
beobachteten Änderungen der Membranstruktur verursacht. Da die Zugabe von CLR01
im Gegensatz zu CLR05 in einer Zerstörung der Membran resultiert, scheinen die anio-
nischen Substituenten die Effektivität der Pinzetten zu beeinflussen. MD-Simulationen
von CLR01 und CLR05 mit Modellmembranen zeigen, dass die molekularen Pinzetten die
Phosphocholin-Kopfgruppen von DOPC und SM in den hydrophoben Hohlraum aufnehmen
können (unveröffentlicht). Die geringere Effektivität von CLR05 könnte möglicherweise
eine Folge der geringeren Affinität für diese Kopfgruppe sein.
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Abb. 7.4: Fluoreszenzmikroskopischer Assay mit CLR05 unter Verwendung von GUVs aus
DOPC/SM/Chol (45:25:30 mol%) (A-E) und DOPC (F) als Kontrolle. Die GUVs aus reinem DOPC
sind mit N -Rh-DHPE (0,2 mol%) markiert und die ld- und lo-Phase der raft-ähnlichen Membran sind
jeweils mit N -Rh-DHPE (0,2 mol%, rot) und BODIPY-Chol (0,1 mol%, grün) sichtbar gemacht. Im
Inneren der GUVs beider Membransysteme ist der wasserlösliche Fluorophor Atto 647 enthalten (blau).
Die mikroskopischen Aufnahmen erfolgten zu den angegebenen Zeitpunkten der Zugabe von CLR05
(c = 150 µM). Der Maßstab beträgt 5 µm in allen Bildern.
Da die molekularen Pinzetten nur an die zugänglichen Lipidkopfgruppen in der äußeren
Lipidschicht der GUVs binden, kann in der dicht gepackten lo-Phase durch den erhöhten
Platzbedarf der von den molekularen Pinzetten umgebenen Kopfgruppen eine positive
Krümmung in der Membran erzeugt werden. In Kombination mit der hohen energetisch
ungünstigen Linienspannung an der Phasengrenzfläche verursacht diese Krümmung eine
Ausstülpung und Abschnürung der lo-Domänen. Solch ein budding-Prozess konnte auch
bei einer asymmetrischen Verteilung von Sterolen[268] in einer Membran mit Phasenkoexis-
tenzen oder bei der Einlagerung von Detergenzien[269] in die äußere Lipiddoppelschicht
einer phasenseparierten Membran beobachtet werden. Die Abschnürung der Lipiddomä-
ne geht dabei mit einer Störung der Membranintegrität einher, was das Austreten des
fluoreszierenden Puffers in den fluoreszenzmikroskopischen Messungen erklärt. Dahinge-
gen wird die weniger dicht gepackte DOPC-Membran bei der Bindung der molekularen
Pinzetten nicht deformiert. Dies zeigt, dass die Lipidzusammensetzung und die damit
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einhergehenden chemisch-physikalischen Eigenschaften der Membran wichtige Parameter
für die Deformation der Membranstruktur sind.
Die Struktur und mechanischen Eigenschaften der viralen Membranhüllen werden zusätz-
lich durch ihre komplexere Lipidzusammensetzung und Interaktionen mit den enthaltenen
Membranproteinen beeinflusst. Kürzlich wurde gezeigt, dass die Membran von sphärischen
Influenza-Virionen im Vergleich zu Vesikeln, die aus PC-haltigen Lipiden und Cholesterol
bestehen, eine höhere Steifheit aufweist, was auf die Interaktionen zwischen der Lipiddoppel-
schicht und den Proteinen zurückgeführt werden konnte.[270] Daher kann der mechanische
Stress in den viralen Membranhüllen, der durch die Bindung der sperrigen molekularen
Pinzetten an die Lipidkopfgruppen induziert wird, die Zerstörung der Lipiddoppelschicht
verursachen. Dieser vorgeschlagene Mechanismus liefert eine mögliche Erklärung für die
beobachtete antivirale Wirksamkeit von CLR01. Aufgrund dieser Eigenschaften stellen
die molekularen Pinzetten vielversprechende Wirkstoffkanidaten für die Entwicklung von
antiviralen Therapien dar.
7.3.2 Molekulare Phosphatklammer
Die molekulare Phosphatklammer (phosphate clip) weist zwei gegenüberliegende Naphthalin-
Ringsysteme auf, die durch einen starr substituierten Benzol-Spacer voneinander getrennt
sind (siehe Abb. 7.5).[271,272] Die Zugabe dieser molekularen Phosphatklammer verursacht
nur einen geringfügigen Austritt des Atto 647-enthaltenden Puffers aus dem Inneren der
GUVs im gemessenen Zeitraum von 60 min, wie in Abbildung 7.5 beobachtet werden
kann. Während die Phosphatklammer auf die Membran aus reinem DOPC keinen Effekt
hat (siehe Abb. 7.5D), induziert diese eine negative Krümmung an den Phasengrenzen
der virenähnlichen Modellmembran (siehe Abb. 7.5C). Komplementäre AFM-Messungen
(durchgeführt von Dr. Mridula Dwivedi, Postdoktorandin am Lehrstuhl PC I, TU Dort-
mund) bestätigen, dass die molekulare Klammer keine sichtbare strukturelle Änderung in
der phasenseparierten Membran induziert, dennoch nahm die Höhendifferenz zwischen der
ld- und lo-Phase zu (unveröffentlicht). In früheren Studien wurde berichtet, dass die mole-
kulare Phosphatklammer im Gegensatz zu den Pinzetten keine Lys-Reste bindet, sondern
bevorzugt planare elektronenarme Aromaten, wie z.B. NAD+/NADP+, aufnimmt.[271,272]
Dabei sind die Benzolringe der Liganden parallel zu den Naphthalin-Seitenwänden der
Klammer positioniert.[273] Dies führt zu der Annahme, dass die Phosphatklammer vermut-
lich nicht oder nur mit einer sehr geringen Affinität an die Phosphocholin-Kopfgruppen
der Lipide bindet und demnach einem anderen Bindungsmechanismus folgt.
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Abb. 7.5: Fluoreszenzmikroskopischer Assay mit der molekularen Phosphatklammer unter Verwendung
von GUVs aus DOPC/SM/Chol (45:25:30 mol%) (A-E) und DOPC (F) als Kontrolle. Die GUVs aus
reinem DOPC sind mit N -Rh-DHPE (0,2 mol%) markiert und die ld- und lo-Phase der raft-ähnlichen
Membran sind jeweils mit N -Rh-DHPE (0,2 mol%, rot) und BODIPY-Chol (0,1 mol%, grün) sichtbar
gemacht. Im Inneren der GUVs beider Membransysteme ist der wasserlösliche Fluorophor Atto 647
enthalten (blau). Die mikroskopischen Aufnahmen erfolgten zu den angegebenen Zeitpunkten der Zugabe
von der molekularen Phosphatklammer (c = 150 µM). Der Maßstab beträgt 5 µm in allen Bildern.
7.4 Zusammenfassung
Die molekulare Pinzette CLR01 bindet spezifisch Lys-Reste in Proteinen sowie Peptiden
und kann auf diese Weise z.B. die Fibrillenbildung amyloidogener Proteine, die häufig
im Zusammenhang mit Krankheiten gebracht werden, verhindern. In einer Kooperati-
onsstudie konnte gezeigt werden, dass CLR01 auch in der Lage ist, die Struktur von
HIV-Virionen zu zerstören. Um zu überprüfen, ob CLR01 an der Zerstörung der viralen
Membranhülle beteiligt ist, wurden im Rahmen dieser Studie fluoreszenzmikroskopische
Assays mit Modellmembranen, die die Lipidzusammensetzung viraler Membranhüllen
nachahmen, in Anwesenheit von CLR01 durchgeführt. Zusätzlich wurden die Effekte wei-
terer molekularer Pinzetten sowie einer Phosphatklammer auf die virale Modellmembran








Abb. 7.6: Deformation viraler, raft-ähnlicher Modellmembranen durch die molekulare Pinzette CLR01.
zur zellulären Membran wurde die Lipidmischung DOPC/SM/Chol (45:25:30 mol%) als
virale Modellmembran verwendet, die bei den gegebenen experimentellen Bedingungen eine
ld/lo-Phasenkoexistenz aufweist. Mithilfe der fluoreszenzmikroskopischen Untersuchungen
konnte eindeutig gezeigt werden, dass CLR01 die Abschnürung der lo-Domänen in der
viralen Modellmembran verursacht, die zu einer Deformation und teilweisen Zerstörung der
Membranstruktur führt. Der torusförmige Hohlraum spielt dabei eine entscheidende Rolle,
da CLR03, dem die hydrophoben Seitenwände fehlen, keine sichtbaren Auswirkungen
auf dieses Membransystem hat. Die anionischen Substituenten am starren Benzol-Spacer
steuern hingegen die Effektivität der molekularen Pinzette. Im Vergleich zu CLR01 wird
die virale Modellmembran nach der durch CLR05 induzierten Abspaltung der lo-Domänen
nicht weiter zerstört. Dies könnte an den Methylencarboxylatgruppen in CLR05 liegen,
die im Vergleich zu den Phosphatgruppen in CLR01 vermutlich eine geringere Affinität
zu den Phosphocholin-Kopfgruppen in DOPC und SM haben. Basierend auf diesen Er-
gebnissen kann ein Mechanismus für den durch die molekularen Pinzetten induzierten
budding-Prozess vorgeschlagen werden (siehe Abb. 7.6). Da diese nur an die zugängli-
chen Lipidkopfgruppen in der äußeren Lipidschicht der GUVs binden, kann in der dicht
gepackten lo-Phase durch den erhöhten Platzbedarf der von den molekularen Pinzetten
umgebenen Kopfgruppen eine positive Krümmung in der Membran erzeugt werden. In
Kombination mit der hohen energetisch ungünstigen Linienspannung an der Phasengrenz-
fläche verursacht diese Krümmung eine Ausstülpung und Abschnürung der lo-Domänen.
Die Abschnürung dieser Lipiddomäne geht mit einer Störung der Membranintegrität einher,
was das Auslaufen des fluoreszierenden Puffers in den fluoreszenzmikroskopischen Mes-
sungen erklärt. Die Struktur und mechanischen Eigenschaften der viralen Membranhüllen
werden zusätzlich durch ihre komplexe Lipidzusammensetzung und Interaktionen mit ihren
dicht gepackten Membranproteinen beeinflusst. Daher kann der mechanische Stress in den
viralen Membranhüllen, der durch die Bindung der sperrigen molekularen Pinzetten an




Entwicklung und Bau einer
Hochdruckzelle für die Mikroskopie
8.1 Einleitung
Druck stellt neben der Temperatur einen wichtigen thermodynamischen Parameter dar,
um z.B. strukturelle und dynamische Änderungen biologischer Systeme zu studieren.[191]
Nach dem Prinzip des kleinsten Zwanges von Le Châtelier wird jede Zustandsänderung,
die mit einer Volumenreduktion einhergeht, durch hohe Drücke begünstigt.
Wie bereits in Abschnitt 5.1 erwähnt, ist die druckinduzierte Volumenabnahme bei Pro-
teinen vorwiegend in dem Verlust von Hohlräumen, die durch Packungsdefekte in dem
nativ gefalteten Protein entstehen, begründet. Außerdem trägt die Elektrostriktion auf-
gebrochener Salzbrücken und polarer AS-Seitenketten zur Reduktion des Volumens bei
höheren Drücken bei.[190,191] Des Weiteren lassen sich durch Druckanwendungen die in-
termolekularen Wechselwirkungen modulieren, indem z.B. Wasserstoffrückenbindungen
verstärkt und hydrophobe Wechselwirkungen destabilisiert werden. Kovalente Bindungen
werden hingegen erst bei Drücken jenseits von 2 GPa gebrochen. Basierend auf diesen
druckinduzierten Effekten konnte gezeigt werden, dass einige Proteine bei hohen Drücken
denaturieren,[215] während bei anderen Proteinen energetisch höher liegende Konforma-
tionssubzustände stabilisiert werden können.[161,188,193,194] Darüber hinaus können auch
Assemblierungsreaktionen von monomeren Proteinen durch Druckanwendung verlangsamt
werden, wie z.B. die Bildung von Aktinfibrillen.[274]
Interessanterweise scheint die biologische Membran eine der drucksensitivsten zellulären
Komponenten zu sein.[275,276] Druckanwendungen haben erhebliche Auswirkungen auf die
Struktur und das Phasenverhalten von lyotropen Lipidmesophasen, Modellmembranen
und natürlichen Membransystemen. Bei der hydrostatischen Kompression einer Lipiddop-
pelschicht wird im Allgemeinen eine Abnahme der Querschnittsfläche der Lipidmoleküle
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beobachtet, was mit einer Zunahme der Membrandicke und einer erhöhten Konforma-
tionsordnung der Lipidalkylketten (gestreckte all-trans-Konformation) einhergeht.[277] Mit
zunehmendem Druck wird in Lipiddoppelschichten folglich ein Phasenübergang zu geord-
neteren Lipidphasen induziert.[276,278]
Druck ist nicht nur ein wichtiger Parameter zur Untersuchung von Strukturumwandlungen
und der Kinetik biologischer Systeme und Prozesse, sondern hat außerdem eine direkte
biologische Bedeutung, denn über 70 % der Erdoberfläche sind von Ozeanen und Ge-
wässern bedeckt, in denen ein durchschnittlicher Druck von ca. 38 MPa herrscht. Trotz
der tiefen Temperaturen und hohen Drücke bieten die Ozeane zahlreichen Organismen
einen Lebensraum. Tatsächlich wurde in den letzten Jahren Leben in immer extremeren
Meeresbedingungen entdeckt. Der tiefste Punkt des Marianengrabens liegt etwa 11 km
unter dem Meeresspiegel, wo ein Druck von etwa 110 MPa herrscht.[275,279,280] Die Anpas-
sungsmechanismen von Organismen auf diese extremen Bedingungen sind jedoch noch
weitestgehend unbekannt.
Der Einsatz von Druck findet außerdem vermehrt in der Lebensmittelindustrie und phar-
mazeutischen Industrie zur Inaktivierung von Mikroorganismen Gebrauch, da bei der
Druckbehandlung im Vergleich zur thermischen Behandlung nur wenige unerwünschte
chemische Reaktionen auftreten und der Nährstoffgehalt sowie der Geschmack der Lebens-
mittel erhalten bleibt.[281,282]
Hochdruckuntersuchungen erfordern in der Regel spezielle Druckzellen, die in den letzten
Jahren für fast alle spektroskopischen, mikroskopischen und Streumethoden entwickelt
worden sind, jedoch nur bedingt kommerziell erhältlich sind. Bisher wurden einige Versuche
unternommen, Hochdruckzellen für die Mikroskopie zu entwickeln,[132,283–287] welche die
Visualisierung von Hochdruckeffekten auf biologische Systeme ermöglichen. Eine große
Herausforderung bei der Entwicklung und beim Bau einer Hochdruckzelle für die Mikros-
kopie stellt neben der Druckstabilität der Zelle die optische Auflösung und Qualität der
aufgenommen Bilder dar. Für eine hohe Auflösung muss ein möglichst kleiner Abstand
zwischen der Objektivlinse und der Probe gewährleistet werden. Im Allgemeinen nimmt
der Arbeitsabstand eines Objektivs mit zunehmender Vergrößerung ab.
Basierend auf der von Brooks et. al entwickelten Hochdruckzelle[287] sollte im Rahmen
dieser Arbeit eine temperierbare Hochdruckzelle für die Mikroskopie gebaut und etabliert
werden.
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8.2.1 Material
Die Chemikalien und Lipide, die für die Präparation der in den Hochdruckstudien unter-
suchten Proben verwendet wurden, sind in Tabelle 8.1 zusammengefasst.
Tab. 8.1: Bezugsquellen der Chemikalien und Lipide für die Präparation der in den
Hochdruckstudien untersuchten Proben.
Chemikalien und Lipid Bezugsquelle
Agarose Type IX-A (Ultra-low Gelling Temperature) Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Chloroform Merck Millipore (Darmstadt, Deutschland)
Cholesterol Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Glucose Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
DOPC Avanti Polar Lipids (Alabaster, USA)
DPPC Avanti Polar Lipids (Alabaster, USA)
HEPES Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
Methanol Merck Millipore (Darmstadt, Deutschland)
N -Rh-DHPE Thermo Fisher Scientific (Waltham, USA)
Surcose Sigma-Aldrich (Taufkirchen, Deutschland)
8.2.2 Agarosegel-unterstütze Bildung von GUVs
Die Bildung der GUVs erfolgte auf einem Agarosegel nach einem modifizierten Protokoll
von Horger et al..[288,289] Hierfür wurde zunächst Agarose Typ IX-A (Gelpunkt T g ≤
17 °C; Schmelzpunkt Tm ≤ 60 °C) in Milli-Q-Wasser bei einer Temperatur von 80-100 °C
auf einer Heizplatte unter Rühren vollständig gelöst (c = 10 mg/mL). Direkt im Anschluss
wurden 100-300 µL der heißen Lösung durch Rotationsbeschichtung bei 1200 rpm für 1 min
auf ein Deckglas (22 x 22 mm), das zuvor mit Chloroform gereinigt wurde, aufgetragen.
Das beschichtete Deckglas wurde für 60 min bei ∼ 40 °C getrocknet. Währenddessen wurde
die Lipidmischung DOPC/DPPC/Chol (1:2:1 mol %) aus den jeweiligen Stammlösungen
in Chloroform (c = 10 mg/mL) hergestellt und mit 0,2 mol% N -Rh-DHPE (c = 100 µM
in MeOH) versetzt. Die Lipidmischung wurde weiter mit Chloroform verdünnt, bis die
Lipidkonzentration 3 mg/mL betrug. Anschließend wurden 30 µL dieser Lipidlösung durch
Rotationsbeschichtung bei 800 rpm für 1 min auf die trockenen mit agarosebeschichteten
Deckgläser aufgetragen. Dann wurden die lipidbeschichteten Deckgläser für mindestens
2 h unter Vakuum gesetzt, um das restliche Chloroform zu entfernen. Ein Zylinder aus
Polystyrol (cloning cylinder, Höhe 11 mm, ∅ = 9,5 mm) wurde als Probenkammer auf das
lipidbeschichtete Deckglas gestellt und mit Vakuumfett abgedichtet. Der Zylinder wurde
mit 240 µL Puffer (10 mM HEPES (pH = 7,4)) befüllt und mit einem lipidfreien Deckglas
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abgedeckt. Die Bildung der GUVs erfolgte bei 55 °C für mindestens 60 min im Ofen. Nach
dem Abkühlen wurde die GUV-enthaltende Lösung in die Hochdruckzelle gegeben.
8.2.3 Fluoreszenzmikroskopie
Die fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen der GUVs unter Hochdruck wurden an einem
inversen Mikroskop (Eclipse TE-300DV, Nikon, Tokia, Japan) durchgeführt, das entweder
mit einem Objektiv des Typs CFI Superplan Fluor ELWD 40× (NA 0,6, WD 3,6-2,8 mm,
Nikon, Tokio, Japan) oder CFI Superplan Fluor ELWD 20× (NA 0,45, WD 8,2-6,9 mm,
Nikon, Tokio, Japan) ausgestattet war. Die speziell angefertigte Hochdruckzelle (siehe
Abschnitt 8.3) wurde über einen eigens dafür angefertigten xy-Mikroskoptisch als Auflage-
fläche an das inverse Mikroskop montiert. Die Hochdruckzelle umfasst einen Zellkörper aus
einer Cr-Ni-Cu-Legierung mit hoher Zugfestigkeit (17-4 PH®, Schumacher Verfahrenstech-
nik, Wiehl, Deutschland) und optische CVD-Diamantfenster (∅ = 5 mm, 0,5 mm Dicke,
Element Six Technologies, Berkshire, UK). Als Probenhalter diente ein 1 mm hoher PTFE-
Ring mit einem Außendurchmesser von 8 mm und einem Innendurchmesser von 3 mm. Mit
doppelseitigem Klebeband wurde der PTFE-Ring an dem zur Objektivlinse gerichteten
Diamantfenster befestigt, mit 10 µL Probe befüllt und mit einem Deckglas (∅ = 8 mm)
mit doppelseitigem Klebeband bedeckt, um die Probenlösung von dem Druckmedium zu
isolieren. Der hydrostatische Druck wurde mithilfe einer Handspindelpresse (NovaSwiss®,
Illnau-Effretikon, Schweiz) erzeugt, wobei Wasser als Druckmedium verwendet wurde.
Der Druck in der Zelle wurde mithilfe eines Drucksensors (P3298, 0-4000 bar, 0,5 %
Genauigkeit, tecsis, Offenbach, Deutschland) gemessen und über eine digitale Anzeige
(E1929, tecsis, Offenbach, Deutschland) ausgegeben. Die Temperatur der Zelle wurde über
einen elektrisch heizbaren Kupferblock reguliert.
Für die konfokale Fluoreszenzmikroskopie wurde das Laser-Scanning-System (MRC 1024,
Bio-Rad Laboratories), das über einen Seitenport mit dem oben erwähnten Mikroskop
verbunden war, verwendet. Die Fluoreszenz von N -Rh-DHPE wurde durch die Anregung
bei 568 nm unter Verwendung eines Kr/Ar-Lasers (Dynamic Laser, Salt Lake City, USA)
erhalten. Das Signal wurde von einem PMT detektiert, dem ein Emissionsbandpassfil-
ter (580 nm/32 nm FWHM) vorgeschaltet war. Die Steuerung des konfokalen Fluores-
zenzmikroskops und die Bildaufnahme (512 × 512 Pixel) erfolgten mithilfe der Software
LaserSharp2000 (Carl Zeiss, Oberkochen, Deutschland).
Bei der Weitfeld-Fluoreszenzmikroskopie diente eine Quecksilberdampflampe (Hg 100W,
Nikon, Tokio, Japan) als Lichtquelle. Das Anregungslicht wurde über einen dichroitischen
Spiegel im Filterwürfel reflektiert und durch das Objektiv auf die Probe gelenkt. Die von
der Probe emittierte Fluoreszenz passierte erneut den dichroitischen Spiegel und wurde
mittels CCD-Kamera (iXon Ultra EMCCD, Andor Technology, Belfast, UK) detektiert.
Die Steuerung der CCD-Kamera und die Aufnahme der Fluoreszenzbilder (512 × 512
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Pixel) erfolgte mit der Software NIS-Elements BR (Nikon, Tokio, Japan). Das Programm
ImageJ[144] wurde benutzt, um den Hintergrund der aufgenommenen Bilder zu korrigieren
und deren Kontrast zu erhöhen.
8.3 Ergebnisse & Diskussion
8.3.1 Zellkörper
Im Folgenden wird der Aufbau der Mikroskopie-Hochdruckzelle erläutert. Der Zellkör-
per (a), wie in Abbildung 8.1 gezeigt, wurde aus der Cr-Ni-Cu-Legierung 17-4 PH®
(Schumacher Verfahrenstechnik, Wiehl, Deutschland) von der mechanischen Werkstatt der
Fakultät für Chemie und Chemische Biologie der TU Dortmund hergestellt. Im wärme-
behandelten Zustand H900 (Auslagern bei 480 °C für 4 h) besitzt diese Legierung eine
0,2 %-Dehngrenze (σ0,2) von 1170 MPa, was die Spannung darstellt, bei der eine bleibende
Dehnung von 0,2 % erreicht wird. Des Weiteren weist diese Legierung im Zustand H900 eine
Zugfestigkeit von 1310 MPa auf, was der maximalen mechanischen Zugspannung entspricht,
und besitzt zudem eine hohe Korrosionsbeständigkeit, wodurch die Metalloxidation bei
hohen Drücken minimiert wird.
Der maximale Druck, der innerhalb der Zelle herrschen darf, hängt maßgeblich von den
mechanischen Eigenschaften des verwendeten Materials ab, aber auch vom Aufbau der
Zelle selbst. Für zylindrische Druckzellen mit verschlossenen Enden kann der Druck py, bei





Hierbei entspricht u dem Verhältnis des äußeren und inneren Zylinderdurchmessers. Der
maximal zulässige Druck darf unabhängig vom Durchmesserverhältnis, auch bei einer
Zylinderwand mit unendlicher Dicke (u →∞), niemals 58 % der Dehngrenze überschrei-
ten. Demzufolge entspricht der maximale Druck für zylindrische Zellen aus 17-4 PH®
p = σ0,2/
√
3 = 675 MPa. Das Durchmesserverhältnis der im Rahmen dieser Arbeit ge-
bauten Hochdruckzelle beträgt u = 86 mm/30,5 mm = 2,8, sodass der maximale Druck
py für diese Hochdruckzelle bei 589 MPa liegt. Der angefertigte Zellkörper besitzt eine
zentrierte Bohrung (∅ = 8,2 mm) entlang des Strahlengangs, die durch die Zylinderachse
verläuft, und an beiden Seiten durch jeweils ein Fenster (d), das auf einem Trägerstempel
(b, h) befestigt ist, verschlossen wird. Diese Trägerstempel werden durch entsprechende
Stempelmuttern (c, i) fixiert. Diese beiden Komponenten wurden ebenfalls aus der gleichen
Cr-Ni-Cu-Legierung 17-4 PH® hergestellt. Bei einem Druck von 200 MPa erfährt der
Verschluss dieser Bohrung eine Kraft von 10,5 kN. Daher muss die Stempelmutter mit
einem Gewindemaß von M30×1,5 unter Berücksichtigung eines Sicherheitsfaktors von 2
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Abb. 8.1: Explosionsdarstellung (A) und Querschnitt (B) der Mikroskopie-Hochdruckzelle. a: Zellkörper.
b: Oberer Stempel. c: Obere Stempelmutter. d: Diamantfenster. e: O-Ring. f : Deckglas. g: PTFE-Ring.
h: Unterer Stempel. i: Untere Stempelmutter.
eine minimale Einschraubtiefe von 1,3 mm aufweisen, um dieser Axialkraft standhalten zu
können. Im zusammengebauten Zustand beträgt die Einschraubtiefe der Stempelmuttern
jeweils 6 mm und 7 mm, was deutlich über der berechneten Mindestlänge liegt. Senkrecht
zu dieser Bohrung verläuft eine weitere Bohrung (∅ = 1,6 mm), die für den Anschluss
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der Zelle an das hydrostatische Drucksystem vorgesehen ist. Die vier Bohrungen, die
sich im äußeren Bereich der Zelle befinden, dienen der Befestigung der Zelle an den
xy-Mikroskoptisch.
8.3.2 Fenster und Stempel
Als Fenster für die Mikroskopie-Hochdruckzelle wurden flache CVD-Einkristalldiamanten
vom Typ IIa (Element Six Technologies, Berkshire, UK) mit einer Dicke von 0,5 mm und
einem Durchmesser von 5 mm verwendet, da diese zum einen eine geringe Absorption im
Bereich von 220 nm bis 2,5 µm aufweisen und zum anderen die erforderliche, mechanische
Stabilität mitbringen.[291]
Die runden Fenster (d) wurden auf den Stempeln befestigt, die eine zentrierte Bohrung
(∅ = 3 mm) aufweisen. Die beiden Stempel b und h unterscheiden sich maßgeblich in
ihrer Höhe und ihrem kritischen Winkel. Während der obere Stempel b einen kritischen
Winkel von 60° und eine Höhe von 8 mm aufweist, beträgt der kritische Winkel des unteren
zum Objektiv gerichteten Stempels h 120° und die Höhe liegt bei 2,5 mm. Dadurch wird
der Abstand zwischen Objektivlinse und der Diamantfensteroberfläche verringert, was die
Verwendung von Objektiven mit einem geringeren Arbeitsabstand ermöglicht, die in der
Regel eine stärkere Vergrößerung erreichen.
Gemäß der Plattentheorie für runde Fenster mit fixierten Rändern, bei denen die maximale
Biegespannung an den Rändern der kreisförmigen Öffnung wirkt, kann folgende Gleichung










Dabei ist tw die Fensterdicke, aw der nicht-unterstützte Öffnungsradius und σB die Bruch-
festigkeit der CVD-Diamanten. Mit einer Bruchfestigkeit von 3500 MPa[291] und einem
Sicherheitsfaktor von 4 liegt der berechnete Wert von pmax bei 130 MPa. Anhand von
Gleichung 8.2 ist zu erkennen, dass die maximale Belastung proportional zu (tw/aw)2
ist. Ein dickeres Fenstermaterial würde zu einer höheren Druckstabilität führen, würde
jedoch gleichzeitig die Auflösung und Bildqualität verringern, weshalb bei der Dicke der
Diamantfenster ein Kompromiss für die gegebenen experimentellen Bedingungen gefunden
werden muss.
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8.3.3 Dichtungen
Neben den einzelnen Bestandteilen einer Hochdruckzelle müssen auch die Dichtungen an
den Schnittstellen dieser Komponenten eine hohe Druckstabilität aufweisen. Die optisch
polierten Diamantfenster sind nach dem Poulter-Prinzip[294] gegen die unterstützende
Stempeloberfläche abgedichtet. Diese Dichtung wird durch den direkten Kontakt zwischen
dem Diamantfenster und der ebenfalls polierten Auflagefläche der Stempel erzeugt. Bei
geringeren Drücken sind Dichtungen nach dem Poulter-Prinzip nicht so wirksam. Aus
diesem Grund und um das Fenster in der gewünschten Position zu halten, wurde der
Fensterrand mit Epoxidharzkleber (Araldite 2014-1, Bodo Möller Chemie, Offenbach,
Deutschland), der bei hohen Temperaturen standhält und eine hohe Festigkeit besitzt, an
die Metalloberfläche geklebt.
Zur Abdichtung der Stempel wurden O-Ringe (e) (9 mm × 1 mm) entweder aus Fluor-
kautschuk mit einer Härte von 75 Shore A oder aus Nitrilkautschuk mit einer Härte von
70 Shore A (Hug Technik, Ergolding, Deutschland) verwendet. Diese statische Dichtung
beruht auf der anfänglichen Kompression des O-Rings.
8.3.4 Probenhalter
Als Probenhalter wurde ein 1 mm hoher Polytetrafluorethylen (PTFE)-Ring (g) mit einem
Außendurchmesser von 8 mm und einem Innendurchmesser von 3 mm verwendet. Mit
doppelseitigem Klebeband wurde der PTFE-Ring an das Diamantfenster am Stempel,
der zur Objektivlinse gerichtet ist, fixiert und mit einem Deckglas (∅ = 8 mm) vom
Druckmedium isoliert. Der Druck kann über das Deckglas und das verformbare PTFE auf
die Probe (V = 7 µL) übertragen werden.
8.3.5 Mikroskopie-Hochdruckstudien an GUVs
Um die Funktion und Druckstabilität der Mikroskopie-Hochdruckzelle zu überprüfen,
wurden fluoreszenzmikroskopische Messungen mit der bekannten Lipidmischung DOPC/
DPPC/Chol (1:2:1 mol%) durchgeführt. Die Herstellung der GUVs erfolgte nicht wie
zuvor mittels Elektroformation, sondern durch die Verwendung von Agarosegelen (siehe
Abschnitt 8.2.2). Diese wurde gegenüber der Elektroformation bevorzugt, da sich die
gebildeten GUVs zum einen nicht vollständig von den ITO-Deckgläsern lösten und auf der
Glasoberfläche adhärierten und zum anderen die Probe aufgrund der Konstruktion der
Elektroformationskammer nur mit großen Verlusten aus dieser entnommen werden konnte.
Im Gegensatz dazu konnte mithilfe der Agarosgele die Ausbeute und die Konzentration
der GUVs in Lösung erhöht werden, was für das Mikroskopieren mit solch einem geringen
Probenvolumen erforderlich war. Außerdem bietet die Agarose-unterstützte Quellung im
Vergleich zur Elektroformation eine schnelle und milde Methode zur Herstellung von
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Abb. 8.2: Zusammengebaute Mikroskopie-Hochdruckzelle (1) auf dem eigens dafür angefertigten xy-
Mikroskoptisch (2) am inversen Mikroskop des Modells Eclipse TE-300DV (4) von Nikon. Über den
Hochdruckschlauch (3) ist die Zelle mit einer Handspindelpresse verbunden.
GUVs, weil das während der Elektroformation angelegte elektrische Feld die Oxidation
ungesättigter Lipide begünstigt,[295] was einen Einfluss auf das Phasenverhalten der Lipid-
doppelschicht haben kann.[296]
Beim Zusammenbau der Mikroskopie-Hochdruckzelle wurde zunächst der untere Stempel
mit dem geklebten Diamantfenster durch die Stempelmutter im Zellkörper fixiert, wobei
ein O-Ring zur Abdichtung verwendet wurde. Nachdem der PTFE-Ring mittels doppel-
seitigem Klebeband an dem Diamantfenster in der Zelle befestigt worden war, wurden
10 µL der hergestellten GUV-Lösung in den Probenhalter pipettiert. Im Anschluss wurde
der PTFE-Ring mit einem Deckglas verschlossen, wobei darauf geachtet wurde, dass
keine Luftblasen im Probenraum entstanden. Der Zellkörper wurde daraufhin auf dem
eigens dafür angefertigten xy-Mikroskoptisch befestigt, durch den der Abstand zwischen
Hochdruckzelle und Objektiv verringert wird und eine stabile Position der Hochdruckzelle
während des Mikroskopierens gewährleistet war. Nachdem die Zelle über den Hochdruck-
schlauch mit der Handspindelpresse verbunden worden war, wurde der Innenraum der Zelle
vollständig mit Wasser gefüllt und anschließend mithilfe des oberen Stempels und dem
darauf geklebten Diamantfenster geschlossen. Der Stempel wurde durch die Stempelmutter
in dem Zellkörper fixiert, wobei ebenfalls ein O-Ring zur Abdichtung eingesetzt wurde. Das
geschlossene System sollte frei von Luftblasen sein, um einen gleichmäßigen Druckaufbau
zu ermöglichen. In Abbildung 8.2 ist die zusammengebaute, auf dem xy-Mikroskoptisch
montierte Hochdruckzelle dargestellt.
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Vor den mikroskopischen Messungen erfolgte eine Korrektur der Objektive mit langem
Arbeitsabstand (extra long distance) für die Dicke der Diamantfenster, um die Qualität
der aufgenommen Bilder zu verbessern.
Die raft-ähnliche Modellmembran aus DOPC/DPPC/Chol (1:2:1 mol%) wurde in die-
sen Testmessungen verwendet, da das temperatur- und druckabhängige Phasenverhalten
dieser Lipidmischung bereits in früheren Studien intensiv untersucht worden ist.[297] Aus
dem von Jeworrek et al. erstellten p,T -Phasendiagramm wird ersichtlich, dass diese
Modellmembran bei Temperaturen über 45 °C in einer homogenen, fluidähnlichen ld-Phase
vorliegt. Ausgehend von dieser Phase kann durch Druckanwendung eine Entmischung in
eine geordnete (lo) und ungeordnete (ld) flüssige Phase induziert werden.
In Abbildung 8.3 sind die fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen der GUVs aus DOPC/
DPPC/Chol (1:2:1 mol%) bei 55 °C in 10 mM HEPES (pH = 7,4) in Abhängigkeit
des Drucks dargestellt. Zur Visualisierung der ld-Phase wurde die Lipidmischung mit
0,2 mol% N -Rh-DHPE versetzt. Zum Temperieren der Zelle wurde ein Kupferblock auf
der Zelle befestigt, der über einen Bandheizer mit einem elektronischen Temperaturregler
erhitzt werden kann. Die Fluoreszenzbilder wurden mithilfe des konfokalen Laser-Scanning-
0,1 MPa 10 MPa 20 MPa
70 MPa60 MPa50 MPa40 MPa
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100 MPa90 MPa80 MPa
Abb. 8.3: Konfokale Fluoreszenzbilder von GUVs aus DOPC/DPPC/Chol (1:2:1 mol%) in 10 mM
HEPES (pH = 7,4) bei 55 °C in Abhängigkeit des Drucks (0,1-100 MPa). Die ld-Phase der raft-ähnlichen
Modellmembran ist mit dem fluoreszierenden Lipid N -Rh-DHPE (rot, 0,2 mol%) markiert. Der Maßstab
in allen Bildern entspricht 10 µm.
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Mikroskops aufgezeichnet. Bei Atmosphärendruck kann eine homogene ld-Phase beobachtet
werden, die bis 50 MPa erhalten bleibt. Ab 60 MPa erscheinen jedoch dunkle Bereiche,
welche die lo-Phase repräsentieren, da das verwendete fluoreszierende Lipid N -Rh-DHPE
bevorzugt in die ld-Phase insertiert. In den früheren Studien wurde auch in diesem Druck-
bereich eine Phasenseparation beobachtet. Um jedoch eine quantitative Aussage über den
Phasenübergangsdruck treffen zu können, müsste eine höhere Anzahl an GUVs in unter-
schiedlichen Bereichen der Probe untersucht werden. Diese Aufnahmen zeigen dennoch,
dass die angefertigte Mikroskopie-Hochdruckzelle in einem Druckbereich von 0,1-100 MPa
bei Temperaturen bis 55 °C mit einem konfokalen Laser-Scanning-Mikroskop verwendet
werden kann.
Eine große Herausforderung beim Mikroskopieren von GUVs unter Druck stellte die
Bewegung der Vesikel in Lösung dar. Bei der Herstellung der GUVs in Gegenwart von
Sucrose und anschließender Verdünnung mit einer glucosehaltigen Lösung, die eine ähnliche
osmotische Konzentration aufweist, wird ein Dichteunterschied zwischen der Sucrose im
Inneren der Vesikel zu der umgebenden Glucoselösung erzeugt. Dadurch sinken die GUVs
auf den Boden der Mikroskopiezelle, was die Bildaufnahme maßgeblich erleichtert.[298]
Aus diesem Grund wurden die GUVs aus DOPC/DPPC/Chol (1:2:1 mol%) analog zu
den vorherigen Experimenten in 100 mM Sucrose hergestellt und anschließend 1:2 mit
einer Glucoselösung (c = 100 mM) verdünnt. Die Aufnahme der Fluoreszenzbilder (siehe
Abb. 8.4) erfolgte mit einem konventionellen Weitfeld-Fluoreszenzmikroskop. Die Bildung
der GUVs scheint in Gegenwart von Sucrose begünstigt zu sein, da die Konzentration
der Vesikel im Vergleich zum vorherigen Experiment in 10 mM HEPES deutlich höher
war. Da bei der Weitfeld-Mikroskopie die gesamte Probe beleuchtet und nicht punktweise
abgerastert wird wie bei der CLSM, sind Vesikel in verschiedenen Ebenen sichtbar, die
stark zur Hintergrundfluoreszenz und somit zu Verminderung des Kontrastes beitragen.
Eine weitere Verdünnung der Probe könnte diesen Einfluss bis zu einem gewissen Grad
minimieren. Die Hintergrundfluoreszenz könnte jedoch auch aus der Autofluoreszenz der
Agarose, die zum Teil in den GUVs eingeschlossen werden kann, resultieren.[288] Analog zu
den GUVs in HEPES-Puffer konnte hier eine Phasenentmischung bei 50 MPa beobachtet
werden, was zeigt, dass die angefertigte Mikroskopie-Hochdruckzelle auch in Kombination
mit einem Weitfeld-Fluoreszenzmikroskop verwendet werden kann.
Obwohl heutzutage in der Mehrheit der Herstellungsprotokolle von GUVs hochkonzen-
trierte Sucroselösungen (100-300 mM) zum Einsatz kommen,[299] ist der Effekt des Zuckers
auf die Membran nicht klar. Es wurde beispielsweise gezeigt, dass Sucrose die Kopfgruppen
mehrerer Lipide über Wasserstoffbrücken vernetzt, wodurch die Diffusion der Lipide in
der Membran verlangsamt wird.[300,301] Darüber hinaus wird kontrovers diskutiert, ob die
mechanischen Eigenschaften der Membran durch die Zugabe von verschiedenen Zuckern
beeinflusst werden.[302–305] Dies sollte daher bei der Interpretation der Ergebnisse von
GUVs in Sucrose- und Glucoselösungen berücksichtigt werden. McCarthy et al. konnten
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Abb. 8.4: Fluoreszenzbilder von GUVs aus DOPC/DPPC/Chol (1:2:1 mol%) in 100 mM Sucrose (1:2
verdünnt mit 100 mM Glucose) bei 55 °C in Abhängigkeit des Drucks (0,1-100 MPa). Die ld-Phase der
raft-ähnlichen Modellmembran ist mit dem fluoreszierenden Lipid N -Rh-DHPE (0,2 mol%) markiert. Der
Maßstab in allen Bildern entspricht 10 µm.
zeigen, dass der aus den Mikroskopie-Experimenten ermittelte Phasenübergangsdruck der
GUVs, die in einer 100 mM Sucroselösung generiert und mit einer 200 mM Glucoselösung
verdünnt wurden, sehr gut mit den Ergebnissen der SAXS-Experimente korrelieren, in
denen die Vesikel in reinem Wasser hergestellt wurden. Diese Ergebnisse deuten darauf
hin, dass die hochkonzentrierten Zuckerlösungen keinen ausschlaggebenden Einfluss auf
das druckabhängige Phasenverhalten von Membranen haben.
Des Weiteren muss der Effekt von Agarose auf Membranen berücksichtigt werden. Ein
Einfluss auf die laterale Diffusion der Lipide in den GUVs konnte beispielsweise nicht
beobachtet werden.[288] Dahingegen wurde in einer weiteren Studie gezeigt, dass die me-
chanischen Eigenschaften der Vesikel durch die Interaktionen zwischen den Lipiden und
der Agarose verändert werden und die Durchlässigkeit der Membran erhöht wird.[306] Um
einen Einfluss auf das Phasenverhalten ausschließen zu können, müssten jedoch weitere
Studien durchgeführt werden.
Abschließend ist festzuhalten, dass im Rahmen dieser Arbeit eine temperierbare Mikroskopie-
Hochdruckzelle entwickelt und etabliert wurde, die in einem Druckbereich von 0,1-100 MPa
erfolgreich betrieben werden kann. Der ermittelte maximal anwendbare Druck von 130 MPa
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müsste in weiteren Experimenten validiert werden. Die Druckstabilität der Zelle könnte
weiter erhöht werden, wenn dickeres Fenstermaterial verwendet werden würde, was jedoch
zu einem größeren Abstand zwischen Probe und Objektiv führen und folglich in einer
geringeren optischen Auflösung resultieren würde. Zu beachten ist dabei jedoch, dass
Diamantfenster eine sehr hohe optische Dichte (nb = 2,432)[291] aufweisen. Daher wird das
emittierte Licht gemäß dem Brechungsgesetz beim Eintritt in die Luft (nb = 1) zwischen
Fenster und Trockenobjektiv stark gebrochen und gelangt nicht mehr ins Objektiv, was
zu einer geringeren Bildqualität und optischen Auflösung führt. Demzufolge könnten
z.B. dickere Fenster aus Saphir verwendet werden, welcher eine geringere optische Dichte
(nb = 1,776)[307] aufweist, aber dennoch eine sehr hohe Festigkeit und Härte besitzt. Dadurch
könnte die Druckstabilität erhöht werden, ohne die Bildqualität und optische Auflösung
maßgeblich zu beeinträchtigen, wie kürzlich von McCarthy et al. gezeigt wurde, die unter
Verwendung von 1 mm dicken Saphirfenstern eine Druckstabilität von 250 MPa erzielen
konnten und dennoch Fluoreszenzbilder mit guter Qualität erhalten haben.[287] Alternativ
könnten auch BK7-Fenster (nb = 1,520)[308] verwendet werden, die bereits erfolgreich in
optischen Hochdruckzellen zum Einsatz gekommen sind.[285,309] Das Fenstermaterial auf
der Trägeroberfläche der Stempel könnte anhand der für die Experimente benötigten
Anforderungen gewählt werden.
8.4 Zusammenfassung
Druck ist nicht nur ein wichtiger physikalischer Parameter, um strukturelle und dyna-
mische Änderungen in biologischen Systeme und Prozessen zu untersuchen, sondern hat
auch eine direkte biologische und biotechnologische Bedeutung. Hochdruckuntersuchungen
erfordern spezielle Druckzellen, welche die Anforderungen der jeweiligen Methode erfüllen
und gleichzeitig eine hohe Druckstabilität mitbringen müssen. Bei der Entwicklung einer
Hochdruckzelle für die Mikroskopie stellen neben der Druckstabilität die optische Auflö-
sung und Bildqualität eine große Herausforderung dar. Im Rahmen dieser Arbeit sollte
basierend auf einer von Brooks et. al entwickelten Hochdruckzelle[287] eine temperierbare
Mikroskopie-Hochdruckzelle gebaut und etabliert werden.
Hierfür wurden ein annähernd zylindrischer Zellkörper, Trägerstempel und Stempelmuttern
aus der Cr-Ni-Cu-Legierung 17-4 PH® hergestellt, welche eine hohe Zugfestigkeit und Kor-
rosionsbeständigkeit besitzt. Die zentrierte Bohrung im angefertigten Zellkörper und den
Trägerstempeln, auf die plangeschliffene CVD-Einkristalldiamanten mittels Epoxidharzkle-
ber fixiert wurden, ermöglichten eine mikroskopische Beobachtung des Probenraums. Als
Probenhalter wurde ein PTFE-Ring verwendet, der mithilfe von doppelseitigem Klebeband
an das Diamantfenster am unteren Trägerstempel befestigt und mit einem Deckglas vom
Druckmedium isoliert wurde. Die Trägerstempel wurden mit den Stempelmuttern im
Zellkörper fixiert, wobei O-Ringe zur Abdichtung verwendet wurden.
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Um die Druckstabilität der Mikroskopie-Hochdruckzelle sowie die optische Auflösung und
Bildqualität abschätzen zu können, wurden fluoreszenzmikroskopische Messungen mit
der bereits intensiv untersuchten raft-ähnlichen Modellmembran aus DOPC/DPPC/Chol
(1:2:1 mol%) durchgeführt. Hierfür konnten die GUVs mit einer hohen Ausbeute auf
Agarosegelen hergestellt werden. Das Einschließen einer hochkonzentrierten Sucroselösung
in den GUVs und die Verdünnung mit einer Glucoselösung mit ähnlicher osmotischer
Konzentration erleichtere das Mikroskopieren, da die Vesikel aufgrund der höheren Dichte
der Sucroselösung im Inneren der GUVs auf den Boden der Hochdruckzelle sanken. Die
druckinduzierte Phasenentmischung in eine ld- und lo-Phase konnte für diese Lipidmischung
sowohl mithilfe der CLSM und als auch der Weitfeld-Fluoreszenzmikroskopie beobachtet
werden und lag bei 55 °C in einem Druckbereich von 50-60 MPa, was sehr gut mit den
Ergebnissen einer früheren SAXS- und FT-IR-Studie übereinstimmt.[297] Die im Rahmen
dieser Arbeit entwickelte und etablierte Mikroskopie-Hochdruckzelle konnte bei hohen
Temperaturen erfolgreich in einem Druckbereich von 0,1-100 MPa (theoretischer maximal
Druck pmax = 130 MPa) betrieben werden. Durch die Verwendung flacher und optischer
Diamantfenster sowie Trockenobjektiven mit variabler Deckglaskorrektur konnten Bilder
mit einer guten Qualität erhalten werden, wobei die Druckstabilität, optische Auflösung
und Bildqualität durch eine geeignete Wahl des Fenstermaterials und der Fensterdicke an
die Anforderungen der Hochdruckstudien angepasst werden können.
Die Entwicklung und Etablierung dieser Mikroskopie-Hochdruckzelle ermöglicht die di-
rekte Visualisierung von Druckeffekten auf unterschiedliche biologische Systeme und
Prozesse, wie z.B. die Struktur und Dynamik von Membranen sowie der Aktin- und
Mikrotubuli-Filamente oder die Wechselwirkung zwischen Proteinen und Membranen,
woraus Rückschlüsse auf die zugrunde liegenden Mechanismen dieser druckinduzierten




Die interzelluläre Kommunikation und die Reaktion auf Umgebungsreize ist eine wich-
tige Funktion der Zelle, die deren Aktivität im Organismus reguliert und ihr Überleben
sicherstellt. Dabei werden extrazelluläre Signale über die Plasmamembran in das Zell-
innere weitergeleitet. Eine zentrale Rolle spielen dabei die lipidierten Src-Kinasen und
Ras-Proteine, die das Signal von den aktivierten Rezeptorproteinen verstärken bzw. über
die Plasmamembran auf zytosolische Effektorproteine übertragen und intrazelluläre Si-
gnalkaskaden induzieren, wodurch unterschiedliche zelluläre Reaktionen gesteuert werden.
Gleichzeitig spiegelt dies jedoch auch das onkogene Potential dieser lipidierten Signal-
proteine wider, da anormale Signaltransduktionen durch die Überexpression oder eine
aktivierende Mutation in diesen Proteinen häufig im Zusammenhang mit Krebserkrankun-
gen stehen. Da die Lokalisation der lipidmodifizierten Ras-Proteine und Src-Kinasen an
der Plasmamembran essentiell für die Aktivität dieser Signalproteine ist, stellt die Inhibie-
rung deren Membranbindung einen potentiellen Therapieansatz dar. Die Interaktionen
zwischen den lipidierten Proteinen und der zellulären Membran werden in vivo durch
verschiedene Mechanismen reguliert, bei denen elektrostatische Wechselwirkungen und
molekulare Chaperone, welche die zytosolische Diffusion der Lipoproteine erleichtern, eine
wichtige Rolle einnehmen. Zum genaueren Verständnis der zugrunde liegenden Mecha-
nismen wurden die Auswirkungen der Membranzusammensetzung und die Anwesenheit
molekularer Chaperone auf die Membranbindung lipidierter Signalproteine/-peptide un-
ter Verwendung verschiedener mikroskopischer und spektroskopischer Methoden studiert.
Zudem wurden die Wechselwirkungen zwischen den lipidbindenden Chaperonen und den
Lipopeptiden untersucht, um neue Einblicke in die strukturellen Änderungen und den
Bindungsmechanismus zu erhalten.
(I) Biophysikalische Untersuchungen zu Ras-Membran-Interaktionen erfordern präpara-
tive Mengen an diesen lipidierten Proteinen. Die Expressed Protein Ligation stellte
unter Verwendung des synthetischen Lipopeptids eine effiziente Methode dar, um das
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posttranslational modifizierte und fluoreszenzmarkierte K-Ras4B-Protein in hoher
Reinheit und moderater Ausbeute herzustellen.
(II) Die fluoreszenzmikroskopischen Messungen von K-Ras4B an phosphatidylserinhalti-
gen Modellmembranen und an riesigen Plasmamembranvesikeln haben in Kombinati-
on mit früheren Studien gezeigt, dass die selektive Lokalisation und charakteristische
Clusterbildung in der flüssig-ungeordneten Lipidphase ein allgemeiner Prozess des
membranassoziierten K-Ras4B-Proteins ist, welcher weitestgehend unabhängig von
der Membranzusammensetzung ist. Im Gegensatz dazu wird die Akkumulation und
Clusterbildung von N-Ras in Membransystemen mit flüssig-ungeordneter/flüssig-
geordneter Phasenkoexistenz nach Einbau in die flüssig-ungeordnete Phase im We-
sentlichen durch die Linienspannung an der Phasengrenzfläche reguliert, die in
Membranen mit einer komplexen Lipid- und Proteinzusammensetzung jedoch klein
ist.
Des Weiteren konnte gezeigt werden, dass einfache Modellmembranen, auch wenn
diese nicht die hohe Lipid- und Proteindiversität der zellulären Membran besitzen,
zum besseren Verständnis der membranassoziierten Prozesse in lebenden Zellen
beitragen können.
(III) Aus den Kleinwinkelstreu- und Fourier-Transform-Infrarot-Experimenten ließ sich
ableiten, dass holo-Calmodulin mit dem farnesylierten und polybasischen K-Ras4B-
Peptid einen globulären Komplex formt, bei dem sich die zentrale Helix von Calm-
odulin entfaltet und der Lipidanker sich vermutlich in den hydrophoben Taschen
von Calmodulin einlagert, während die Peptidsequenz seine ungeordnete Struktur
beibehält.
Mithilfe von Hochdruck-Fourier-Transform-Infrarot-Experimenten konnte gezeigt
werden, dass die Konformationsdynamik und die Auswahl der Konformationssubzu-
stände von Calmodulin stark von der Ca2+-Bindung und weiteren Bindungspartnern,
wie dem K-Ras4B-Peptid, beeinflusst werden. Dabei wurden für apo- und holo-
Calmodulin stärker solvatisierte und partiell entfaltete Konformationssubzustände
identifiziert, die eine wichtige Rolle bei der Erkennung und Bindung von Liganden
und Zielproteinen spielen können. Außerdem konnte gezeigt werden, dass höhere
Drücke die Freisetzung der gebundenen Ca2+-Ionen aus dem Calmodulin-Protein
induzieren.
(IV) Durch eine umfangreiche Kinetikstudie wurde ein zweistufiger Membranbindungs-
prozess für die myristoylierte N -terminale Sequenz von c-Src festgestellt. Der initiale
Bindungsschritt umfasst sowohl die Ausbildung elektrostatischer Wechselwirkungen
zwischen der polybasischen Sequenz und den negativ geladenen Lipiden in der Mem-
bran, als auch die Insertion des Myristoylankers in die Membran. In der langsameren
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Bindungsphase durchläuft das myristoylierte Peptid laterale Umlagerungen in der
Membranebene, die schließlich zur Ausbildung von Peptid/Lipid-Clustern in der
Membran führen.
Außerdem wurde bestätigt, dass UNC119A als molekularer Chaperon für das myri-
stoylierte c-Src-Peptid fungiert. Die Dissoziation des myristoylierten Peptids von der
Membran wird in Gegenwart von UNC119A erleichtert und die Membranbindung
des c-Src-Peptids verlangsamt. Im Gegensatz dazu wird der zweite Membranbin-
dungsschritt des lipidierten Peptids nicht von UNC119A beeinflusst.
Diese Studie bestätigt außerdem, dass Squarunkin A als spezifischer niedermoleku-
larer Inhibitor der Wechselwirkung zwischen UNC119A und dem myristoylierten
c-Src-Peptid auch in Anwesenheit von Membranen wirksam ist.
Die molekulare Pinzette CLR01 bindet spezifisch Lysinreste in Proteinen/Peptiden, wo-
durch die Bildung amyloider Fibrillen, die häufig im Zusammenhang mit Krankheiten
stehen, verhindert wird. Kürzlich wurde gezeigt, dass CLR01 auch eine antivirale Wir-
kung hat, was auf die Zerstörung der viralen Membranhülle zurückgeführt wurde. Im
Rahmen dieser Studie wurde der Effekt dieser molekularen Pinzette und weiterer Deri-
vate auf eine virale Modellmembran untersucht, um Einblicke in den zugrunde liegenden
Zerstörungsmechanismus zu erhalten.
(V) Es konnte eindeutig gezeigt werden, dass CLR01 zur Abschnürung der flüssig-
geordneten Domänen in einer viralen Modellmembran mit flüssig-ungeordneter/flüssig-
geordneter Phasenkoexistenz führt, was letztendlich in der Zerstörung der Mem-
branstruktur resultiert. Sowohl der torusförmige Hohlraum als auch die peripheren
Phosphatgruppen am starren Benzol-Spacer sind für die Bindung an die phospho-
cholinhaltigen Lipidkopfgruppen und daher für die Effektivität der molekularen
Pinzette verantwortlich. Durch die Bindung an die Lipidkopfgruppen in der äußeren
Lipidschicht wird aufgrund des erhöhten Platzbedarfes der molekularen Pinzette
in der dicht gepackten flüssig-geordneten Phase eine positive Membrankrümmung
erzeugt, die in Kombination mit der energetisch ungünstigen Linienspannung an der
Phasengrenzfläche eine Ausstülpung der flüssig-geordneten Domäne verursacht. In
den komplexen viralen Membranhüllen kann solch eine induzierte Membrankrüm-
mung zur vollständigen Zerstörung der Membran führen.
Druck ist nicht nur ein wichtiger physikalischer Parameter, um strukturelle und dynamische
Änderungen in biologischen Systemen und Prozessen näher zu charakterisieren, er hat auch
eine große biologische und biotechnologische Bedeutung. Um eine direkte Visualisierung
des Druckeffektes auf biologische Systeme zu ermöglichen, sollte im Rahmen dieser Arbeit
eine temperierbare Hochdruckzelle für die Mikroskopie gebaut und getestet werden.
(VI) Die entwickelte Mikroskopie-Hochdruckzelle, hergestellt aus einer zugfesten Cr-Ni-
Cu-Legierung (17-4 PH®), konnte in Verbindung mit Einkristalldiamanten mit
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einer Dicke von 0,5 mm als Fenstermaterial bei Temperaturen bis 55 °C in einem
Druckbereich von 0,1-100 MPa verwendet werden. Durch die Verwendung flacher und
optischer Diamantfenster sowie Trockenobjektiven mit variabler Deckglaskorrektur
konnten unter Hochdruck Bilder mit guter Qualität aufgenommen werden. Die
Funktion der Hochdruckzelle wurde anhand der druckinduzierten Phasenentmischung
einer bekannten raft-ähnlichen Modellmembran bei hohen Temperaturen validiert.
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Abb. A.1: Plasmidkarte des Vektors pTWIN2_KRas4B_wt_1-174. Erstellt mit SnapGene.







A.2 Fluoreszenzmarkierung mit Maleimid-funktionalisierten Fluorophoren





























Abb. A.2: Fluoreszenzmarkierung des K-Ras4B-Proteins mit 1,5 Äquivalenten Atto 488-Maleimid. Die
Reaktion wurde zu unterschiedlichen Inkubationszeiten (1 = 0 min, 2 = 2 min, 3 = 5 min, 4 = 10 min,
5 = 30 min, 6 = 60 min, 7 = 120 min, 8 = 210 min ) mit β-Mercaptoethanol gestoppt und mittels
SDS-PAGE analysiert (oben: Coomassie, unten: Fluoreszenz bei 488 nm). Als Marker (M) wurde der
SigmaMarkerTM (low range) verwendet (A). Die normierten Intensitäten aus dem Fluoreszenzgelbild
wurden als Funktion der Zeit aufgetragen (B). ESI-MS-Spektrum des K-Ras4B-Proteins (Mtheo =




A.3 Bestimmung der Phospholipidkonzentration













n(PO3-4 ) / nmol
Abb. A.3: Kalibriergerade (rot) zur Bestimmung der Phosphatstoffmenge gemäß dem Bartlett-Assay.
Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung aus drei unabhängigen Messungen. Modifizierter












Abb. A.4: Druckabhängige FT-IR-Absorptionsspektren (puffer- und basislinienkorrigiert, flächennor-
miert) von apo-CaM (A), holo-CaM (B) und holo-CaM/K-Ras4B-Peptid (C) in den jeweiligen D2O-Puffern
bei 25 °C und 0,1-1200 MPa. Adapted from: N. Erwin, S. Patra and R. Winter, Phys. Chem. Chem. Phys.,












Abb. A.5: Bandenanpassung der Amid-I’-Bande (puffer-, basislinienkorrigiert, flächennormiert) von
holo-CaM in D2O-Puffer bei 25 °C und 0,1 MPa. Die gemessene Kurve ist in schwarz dargestellt. Die
angepasste Kurve (rote Linie) ergibt sich aus den zugrunde liegenden Subbanden, die charakteristischen
Sekundärstrukturelementen zugeordnet sind. Adapted from: N. Erwin, S. Patra and R. Winter, Phys.
Chem. Chem. Phys., 2016, 18, 30020 - Reproduced by permission of the PCCP Owner Societies.
Abb. A.6: FT-IR-Spektren (puffer-, basislinienkorrigiert, flächennormiert) des C -terminalen K-Ras4B-
Peptids bei 0,1 MPa und 1300 MPa im Bereich von 1700 bis 1530 cm−1 bei 25 °C. Adapted from: N.
Erwin, S. Patra and R. Winter, Phys. Chem. Chem. Phys., 2016, 18, 30020 - Reproduced by permission
























60 min 90 min
Abb. A.7: Raft-ähnliche Modellmembranen (DOPC/SM/Chol, 45:25:30 mol%) nach der Behandlung mit
CLR05. Die ld- und lo-Phase dieser Membran sind jeweils mit N -Rh-DHPE (0,2 mol%, rot) und BODIPY-
Chol (0,1 mol%, grün) sichtbar gemacht. Die mikroskopischen Aufnahmen erfolgten in verschiedenen
Bereichen. Der Maßstab beträgt 5 µm in den Bildern.
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